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Abreviaturas   y   
glosario




ADN  Ácido desoxirribonucleico 
AAP Academia Americana de Periodoncia, siglas procedentes del inglés 
¨American Academy of Periodontology¨ 
BHI Medio de cultivo rico en proteínas, siglas procedentes del inglés 
¨Brain Heart Infusion¨  
CLSM Microscopía Confocal Láser de Barrido, siglas procedentes del 
inglés ¨Confocal Laser Scanning Microscopy¨ 
cQ Ciclo de cuantificación, siglas procedentes del inglés                        
¨Quantification Cycle¨ 
DE  Desviación estándar 
EFP Federación Europea de Periodoncia, siglas procedentes del inglés 
¨European Federation of Periodontology¨ 
IC  Intervalo de confianza 
ICTS  Infraestructuras Científicas y Técnicas Singulares 
kV  Kilovoltios 
LT-SEM Microscopía Electrónica de Barrido  a baja temperatura, siglas 
procedentes del inglés ¨Low Temperature Scanning Electron 
Microscopy¨ 
MEB  Microscopía Electrónica de Barrido 
µL  Microlitros 
µm2  Micrómetro cuadrado 
µm3  Micrómetro cúbico 
Min  Minutos 
Abreviaturas 
 4 
mL  Mililitro 
mm  Milímetros 
Nm  Nanómetro 
nM  Nanomolar 
NTC Control sin muestra o control negativo, siglas procedentes del 
inglés ¨non template control¨ 
PBS Solución salina tamponada con fosfato, siglas procedentes del 
inglés ¨Phosphate Buffered Saline¨ 
qPCR Reacción en cadena de la polimerasa en modalidad cuantitativa, 
siglas procedentes del inglés ¨quantitative Polymerase Chain 
Reaction¨ 
s  Segundos 
Ti  Titanio 
UFC  Unidades Formadoras de Colonias 
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Estudio de biofilms orales sobre superficies de implantes dentales 
Antecedentes y objetivos 
El biofilm se describe como una comunidad de células bacterianas 
adheridas a una superficie viva o inerte inmersa en un medio acuoso y revestida 
por una capa protectora llamada matriz extracelular segregada por los propios 
microorganismos ayudándoles a mantenerse unidos. 
Las superficies tanto de dientes como de implantes cumplen los requisitos 
indispensables para favorecer la formación de un biofilm oral. En el caso del 
diente, la formación de una microbiota subgingival supone la colonización de la 
superficie radicular por diferentes especies bacterianas. La presencia de las 
primeras bacterias, llamadas colonizadores primarios, favorece la aparición de 
nuevos colonizadores, los secundarios, dando como resultado un biofilm 
anaerobio gram-negativo. 
Un patrón similar a lo ocurrido sobre la superficie dental parece darse en 
las superficies de titanio de los implantes dentales. En el caso de los implantes, la 
macrotopografía y la microtopografía (definida por la rugosidad) de las que se 
dotan a las diferentes superficies de implantes para beneficiar su 
osteointegración y conseguir el éxito en el tratamiento implantológico, pueden 
actuar como favorecedores de la adhesión de colonizadores primarios, 
desencadenando así la formación del biofilm. 
Dada la implicación de las bacterias en el desarrollo de enfermedades peri-
implantarias y teniendo en cuenta el aumento de su prevalencia, parece relevante 
el estudio del impacto de las características superficiales de implantes dentales 
de titanio sobre la formación del biofilm subgingival utilizando para ello un 
modelo in vitro de biofilm multiespecie sobre implantes de titanio en su forma 





Resultados, discusión y conclusiones 
En la presente investigación se estudió la influencia tanto de la 
macrotopografía como de la microtopografía superficiales de implantes dentales 
de titanio sobre la formación, el desarrollo y la disposición del biofilm subgingival 
a través de un modelo in vitro de biofilm multiespecie sobre sobre superficies de 
implantes dentales en su forma comercial. 
Durante la primera fase de la investigación, tras la incubación de los 
biofilms durante 12, 24, 48, 72, 96 y 120 horas sobre la superficie de titanio, pudo 
apreciarse como las bacterias colonizaron los implantes dentales desde las 
primeras horas del contacto bacteriano con la superficie. Los biofilms analizados 
alcanzaron su estado de madurez a las 96 horas, mostrando diferentes 
proporciones de células vivas/muertas dependiendo de su ubicación, siendo los 
picos de las espiras y las zonas laterales de éstas las que albergaron más bacterias 
vivas. Cuantitativamente, las densidades de cada bacteria fluctuaron en el 
tiempo, alcanzando sus máximas cifras a las 96 horas. A pesar de que los 
coeficientes de variación fueron altos, los porcentajes fueron similares a los 
publicados previamente con otras muestras de superficies de implantes en forma 
de discos. 
En la segunda fase de la investigación, se llevó a cabo la evaluación de la 
formación del mismo modelo in vitro de biofilm multiespecie sobre implantes 
dentales de titanio en su forma comercial con diferentes microtopografías de 
superficie. Los resultados mostraron un biofilm bien consolidado, localizado 
principalmente en el pico y en el área lateral de la espira de las dos superficies en 
estudio, sin diferencias en la estructura del biofilm o disposición entre ellas. 
Cuantitativamente, sin embargo, sí se encontraron diferencias estadísticamente 
significativas en las concentraciones de bacterias totales y, en particular, de 
Fusobacterium nucleatum y Aggregatibacter actinomycetemcomitans, 
acumulándose mayores cantidades sobre los implantes de superficie de 
rugosidad moderada en comparación con los de rugosidad mínima. 
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De esta investigación pudo concluirse que tanto la micro como la 
macrotopografía de superficie de los implantes dentales de titanio afectan a la 
formación, estructura y disposición del biofilm bacteriano. Los implantes 
dentales utilizados en el modelo in vitro sufrieron una colonización bacteriana en 
un corto periodo de tiempo dando lugar a un biofilm maduro y bien estructurado. 
La viabilidad celular de los biofilms desarrollados fue diferente dependiendo de 
la localización en el seno de la macroestructura del implante siendo el pico de la 
espira la zona con mayor presencia de bacterias vivas y el valle, localizado entre 
las espiras del implante, la zona con mayor presencia de bacterias muertas, las 
cuales podrían comportarse como un reservorio nutricional para las células vivas.  
Al mismo tiempo, ha podido concluirse que la microtopografía de 
superficie de los implantes dentales de titanio tiene consecuencias cuantitativas 
en la acumulación bacteriana. En la presente investigación, los biofilms 
multiespecie crecieron en ambas superficies de implantes en estudio, (rugosidad 
mínima y rugosidad moderada) sin diferencias estructurales o cualitativas 
significativas, sin embargo, cuantitativamente se obtuvo una biomasa 
significativamente mayor en los implantes de superficie de rugosidad moderada 
en comparación con los implantes de superficie de rugosidad mínima, incluidas 
algunas de las cepas más patógenas como Fusobacterium nucleatum y 
Aggregatibacter actinomycetemcomitans. 
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Study of oral biofilms growing on dental implant surfaces 
Background and objectives 
Biofilm is described as a community of bacterial cells attached to a living 
or dead surface immersed in an aqueous environment, covered by a protective 
layer (secreted by the microorganisms themselves) helping them to stay together, 
called extracellular matrix. 
 The surfaces of both teeth and implants meet the essential requirements 
to favor the formation of the oral biofilm. In case of the teeth, the formation of a 
subgingival microbiota promotes the colonization of the root surface by different 
bacterial species. The presence of primary colonizers favors the arrival of new 
ones, called secondary colonizers, resulting in a gram-negative anaerobic biofilm. 
A similar pattern to what happens on dental surfaces seems to occur on 
titanium dental implants surfaces. The macro and microtopography (defined by 
roughness) of dental implants that were developed to benefit their 
osseointegration, could also favor the adherence of primary colonizers, thus 
triggering biofilm formation. 
Given the implication of oral bacteria in the development of peri-implant 
diseases and taking into account the increasement in the prevalence of this 
condition, it seems relevant to study and describe the formation of biofilm on 
whole titanium dental implants with their macro and microtopography, using an 
in vitro multispecies biofilm model. 
Results, discussion and conclusions 
The influence of macro and microtopography of titanium dental implants 
on the biofilm development and disposition was studied using an in vitro 
multispecies biofilm model on whole dental implants. 
In first phase, after incubating biofilms for 12, 24, 48, 72, 96 and 120 hours 
on the titanium surface, it was possible to see how bacteria colonized the implant 
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surface from the very first hours of incubation. Analyzed biofilms reached their 
maturity stage at 96 hours, showing different proportions of living / dead cells 
depending on their location, being the peaks and the lateral zones of the threads, 
the areas harboring more living bacteria. Quantitatively, the densities of each 
bacteria fluctuated in time, reaching its maximum numbers at 96 hours. Although 
coefficients of variation were high, the percentages were similar to those 
previously published using different implant surface specimens, rather than 
whole dental implants. 
In the second phase of the research, the formation of the same in vitro 
biofilm model used in the first phase was evaluated, this time on whole dental 
implants with different surface microtopographies. A consolidated biofilm was 
observed, located mainly in the peak and in the lateral area of the thread, on both 
surfaces under study, without differences in the structure or disposition of the 
biofilm between them. Quantitatively, statistically significant differences were 
found in the concentrations of total bacteria, Fusobacterium nucleatum and 
Aggregatibacter actinomycetemcomitans, with higher amounts accumulating 
on moderate roughness surface compared to minimal roughness surface. 
From this research, it was concluded that both micro and 
macrotopography of titanium dental implants have impact on the formation, 
structure and disposition of biofilm. Dental implants used in this in vitro model 
underwent a bacterial colonization in a short period of time developing a mature 
and well-structured biofilm. Cell viability of formed biofilms was different 
depending on the location within the implant macrostructure, being the peak of 
the thread the area with the highest presence of living bacteria, and the area 
between threads the area with the highest presence of dead bacteria, which could 
behave as a nutritional reservoir for living cells. 
At the same time, it has been concluded that microtopography of titanium 
dental implant surfaces has quantitative and qualitative consequences on 
bacterial accumulation. In present research, multispecies biofilms grew on both 
minimal and moderate roughness implant surfaces, without significant structural 
or qualitative differences, however, quantitatively, dental implants with 
Summary 
 15 
moderate roughness surface accumulated more bacterial biomass, including 
some of the most pathogenic strains such as Fusobacterium nucleatum and 
Aggregatibacter actinomycetemcomitans, than implants with minimal 
roughness surface.




La presente tesis doctoral ha dado lugar a los siguientes artículos 
originales publicados en revistas científicas: 
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Herrera, D., & Sanz, M. (2019). Topographic characterization of multispecies 
biofilms growing on dental implant surfaces: An in vitro model. Clinical Oral 
Implants Research, 30, 229-241. doi:10.1111/clr.13409 
- Bermejo, P., Sanchez, M. C., Llama-Palacios, A., Figuero, E., 
Herrera, D., & Sanz, M. Biofilm formation on dental implants with different 
surface micro-topography: an in vitro study. Clinical Oral Implants Research. 
doi: 10.1111/clr.13455. [Epub ahead of print] 
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1 El biofilm 
1.1 ¿Qué es el biofilm? 
Más del 95 % de los microorganismos presentes en la naturaleza se 
encuentran adheridos a superficies, donde crecen formando biopelículas o 
biofilms (Costerton et al., 1995, Saini et al., 2011). El biofilm fue definido por 
Costerton (Donlan and Costerton, 2002) como ¨una comunidad bacteriana 
inmersa en un medio líquido, caracterizada por bacterias que se hallan unidas a 
un substrato o superficie, o unas a otras, que se encuentran embebidas en una 
matriz extracelular producida por ellas mismas, y que muestran un fenotipo 
alterado en cuanto al grado de multiplicación celular o la expresión de sus genes¨. 
Tal y como describe el autor, se ha observado que los microorganismos 
pertenecientes a un biofilm sufren una serie de adaptaciones fisiológicas y 
morfológicas en respuesta a los cambios ambientales mostrando un fenotipo 
alterado cuando son comparadas con sus homólogas en estado planctónico 
(Sanchez et al., 2011, Socransky et al., 1998, Haffajee et al., 2008, Overman, 
2000). 
Además de que los biofilms son ubicuos, pudiendo formarse 
prácticamente en toda aquella superficie que se encuentre inmersa en un medio 
acuoso, el desarrollo de éste puede darse particularmente rápido cuando las 
bacterias que lo componen tienen disponible un suministro regular de nutrientes 
gracias a la existencia de un sistema de flujo (Saini et al., 2011). 
1.2 El biofilm en la cavidad oral 
El microbioma humano, constituido por un ecosistema interno integrado 
a su vez por una comunidad de microorganismos, resulta fundamental para el 
mantenimiento de la salud del ser humano. La interacción entre estos 
microorganismos y el sistema inmunitario del huésped, proporcionan protección 
contra los patógenos contribuyendo de esta manera a la preservación de la salud 
(Samaranayake and Matsubara, 2017). La microbiología tradicional, basada 
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esencialmente en el cultivo bacteriano de laboratorio para la identificación de 
microrganismos mediante su aislamiento y clasificación según sus características 
morfológicas, bioquímicas y genéticas , no permite el cultivo de la mayoría de las 
células bacterianas observadas en la naturaleza por carecer de las condiciones o 
metodología adecuadas (Streit and Schmitz, 2004). En la actualidad, sin 
embargo, el empleo de la metagenómica permite secuenciar e identificar a las 
bacterias obteniendo secuencias del genoma de los diferentes microorganismos 
mediante la extracción y análisis de su ADN sin necesidad de cultivarlos (Bragg 
and Tyson, 2014). Utilizando el gen 16S rRNA como gen de referencia al 
considerarse el objetivo universal para la identificación bacteriana del ADN 
(Marin et al., 2018, Marin et al., 2017, Rosselli et al., 2016), y gracias a las técnicas 
de secuenciación masiva de nueva generación y las herramientas bioinformáticas 
empleadas para el procesamiento de datos, se ha conseguido alcanzar un nivel de 
precisión en la taxonomía y función microbianas que ha revolucionado el 
conocimiento tanto del microbioma humano como de su participación en la salud 
o enfermedad del ser humano (Suarez Moya, 2017, Escobar-Zepeda et al., 2015). 
La cavidad oral, con aproximadamente 700 especies procariotas diferentes 
identificadas gracias a las nuevas técnicas mencionadas, contiene el 25% del 
microbioma humano (Suarez Moya, 2017, Teles et al., 2013, McLean, 2014, 
Ferrer and Mira, 2016, Dewhirst et al., 2010).  
En la saliva, las células bacterianas circulantes son consideradas como 
planctónicas, sin embargo, la cavidad oral cumple las condiciones necesarias para 
favorecer la adhesión y multiplicación de bacterias dando lugar a la formación del 
biofilm (Samaranayake and Matsubara, 2017). Estas condiciones son: superficies 
a las que adherirse (ya sea la superficie dental, material de reconstrucción o 
implante dental), inmersión en medio acuoso y un flujo constante de nutrientes 
(Saini et al., 2011). 
El biofilm oral es un componente esencial involucrado en el desarrollo de 
la caries y de las enfermedades periodontales. Ambas patologías se encuentran 
entre las más prevalentes del ser humano con un impacto negativo en la calidad 
de vida siendo la principal causa de pérdida de dientes; por tanto, el conocimiento 
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de su composición y de las interacciones microbianas de las diferentes especies 
presentes en la cavidad oral es fundamental para el desarrollo de medidas 
preventivas y terapéuticas efectivas (Sanz et al., 2017, Do et al., 2013). Estudios 
recientes han descubierto nuevos mecanismos por los que la homeostasis entre 
huésped y microrganismo podría verse rota, favoreciendo la disbiosis y la 
aparición de periodontitis en pacientes susceptibles (Hajishengallis et al., 2011, 
Hajishengallis and Lamont, 2012, Darveau, 2010, Wade, 2011, Hajishengallis et 
al., 2012, Samaranayake and Matsubara, 2017). Las comunidades bacterianas 
disbióticas de patógenos claves en el desencadenamiento de la enfermedad, 
podrían presentar una virulencia sinérgica por la cual no sólo los patógenos 
serían capaces de tolerar la respuesta del huésped sino también de prosperar 
provocando la inflamación y destrucción de los tejidos (Orth et al., 2011, 
Hajishengallis, 2014). 
1.3 ¿De qué está compuesto el biofilm oral? 
Al observar y analizar microscópicamente el biofilm oral pueden percibirse 
en su composición tanto las células bacterianas distribuidas ordenadamente en 
microcolonias (15-20% del volumen) como la matriz extracelular rodeando a 
éstas (75-80% volumen) (Saini et al., 2011) (Figura 1). Esta matriz, conocida como 
glicocálix, está compuesta por una mezcla de exopolisacáridos, proteínas, 




Figura 1. Imagen obtenida por microscopía electrónica de barrido de un biofilm bacteriano 
formado sobre la superficie de un implante dental de titanio. Se puede observar la matriz 
extracelular recubriendo la superficie y rodeando las bacterias organizadas en microcolonias. 
 
Los exopolisacáridos, producidos por las propias bacterias del biofilm, 
constituyen el componente principal del glicocálix y participan de manera 
fundamental en el desarrollo de la misma conservando la integridad del conjunto 
del biofilm (Jamal et al., 2018, Branda et al., 2005). Gracias a su composición y 
estructura, estas macromoléculas favorecen la adhesión entre ellas mismas y, a 
su vez, de las bacterias a la superficie. Los exopolisacáridos producidos por unas 
bacterias pueden ejercer como fuente de nutrientes para otras y de la misma 
forma, los exopolisacáridos pueden atrapar otros nutrientes del medio y 
ofrecerlos a las diferentes especies bacterianas presentes en el biofilm, 
suponiendo una ventaja para el desarrollo de este. 
Además, entre las múltiples funciones de los exopolisacáridos, estos 
también ayudan con la retirada de desechos del medio favoreciendo el 
crecimiento bacteriano, y ofrecen protección a las bacterias impidiendo la acción 
de distintos antimicrobianos.  
La pérdida o alteración de un determinado polisacárido puede alterar el 
biofilm pudiendo darse, incluso, la desaparición de este (Branda et al., 2005). 
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1.4 Formación y desarrollo del biofilm oral 
El requisito fundamental para que ocurra la formación de un biofilm es la 
adhesión a una superficie sólida siendo ésta el primer paso en su desarrollo 
(Sjodin, 2019, Jamal et al., 2018). Por ello, la aptitud de unirse y mantenerse 
retenido en una superficie es una característica clave en la supervivencia de la 
mayoría de los microorganismos procariotas (Larsen and Fiehn, 2017).  
El origen del biofilm puede darse de dos maneras diferentes: a partir de 
una célula planctónica o a partir de otro biofilm en desarrollo. Cuando se origina 
a partir de una célula planctónica ocurre gracias a que ciertas bacterias, conocidas 
como colonizadores iniciales o primarios (Streptococcus salivarius, 
Streptococcus oralis, Streptococcus mitis y Actinomyces naeslundii, ente otras), 
tienen la capacidad de desarrollar en su superficie estructuras conocidas como 
fimbrias o fibrillas. Las fimbrias consisten en largos filamentos proteicos que 
favorecen la adhesión de las células bacterianas a una superficie sólida (Saini et 
al., 2011, Tatakis and Kumar, 2005). A pesar de que las fimbrias son importantes 
para la adherencia inicial de las bacterias, se pueden encontrar otros factores que 
favorecen, sin ser requisitos indispensables, la adhesión bacteriana a una 
superficie. Ejemplos de ellos son la motilidad que muestran algunas especies 
bacterianas para alcanzar la superficie a colonizar contrarrestando las 
repulsiones hidrofóbicas o la expresión de adhesinas, proteínas que se 
desarrollan en la superficie celular, importantes para la fijación inicial de algunas 
especies bacterianas a las superficies sólidas (Nobbs et al., 2009, Marsh et al., 
2016).  
En la cavidad oral, las bacterias pueden adherirse a diferentes superficies, 
entre las que se incluyen superficies dentales, materiales de reconstrucción e 
implantes dentales (Larsen and Fiehn, 2017). Los diferentes factores físicos y 
químicos de estas superficies, tales como la rugosidad y la composición química, 
y factores asociados al medio en el que se desarrolla, como la composición 
química de la saliva y la velocidad del flujo, también influyen en la formación y 
adhesión del biofilm (Marsh et al., 2016). 
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Una vez las bacterias se encuentran adheridas a una superficie sólida, 
ocurre su multiplicación y la coagregación con otras especies bacterianas dando 
lugar a microcolonias (Larsen and Fiehn, 2017)(Figura 2).  
 
Figura 2. Esquema representativo de la formación del biofilm desde la adhesión de las primeras 
bacterias hasta su desprendimiento para la colonización de sitios nuevos. 
 
La asociación de las bacterias en el seno del biofilm oral no es fortuito, sino 
que existen asociaciones definidas entre las diferentes especies bacterianas. En 
1998, Socransky y colaboradores (Socransky et al., 1998) dirigieron un estudio en 
el que analizaron más de 13.261 muestras de placa subgingival procedente de 185 
pacientes concluyendo la existencia de diferentes complejos bacterianos que 




Figura 3. Esquema de los complejos bacterianos de Socransky sobre la asociación entre especies 
subgingivales. Se distinguen los complejos de especies que proliferan en estadíos tempranos 
(colonizadores iniciales y tempranos, izquierda); colonizadores secundarios (complejo naranja) y 
colonizadores tardíos (complejo rojo) (Socransky et al. 1998). 
 
La formación del biofilm y, por tanto, de la placa dental, ocurre gracias a 
ciertas relaciones interespecie que dan lugar a una colonización secuencial y 
repetitiva (Kolenbrander, 2011). De una manera resumida y basándonos en la 
definición de Kolenbrander de colonización secuencial (Kolenbrander, 2011), la 
presencia de colonizadores iniciales sobre una superficie, como son 
Streptococcus oralis y Actinomyces naeslundii, ocasiona una interacción 
productiva con colonizadores tempranos, como Veionella parvula. Los 
colonizadores tempranos en general, y Veionella parvula en particular, parecen 
tener un amplio rango interactivo pudiendo crear combinaciones tanto con 
colonizadores iniciales como con colonizadores secundarios y tardíos, ejerciendo 
una influencia positiva en el éxito del crecimiento de las comunidades 
bacterianas. Esta propiedad de mejorar el crecimiento de la comunidad con un 
amplio abanico de especies resulta muy apropiada para un colonizador temprano, 
ya que él mismo coordina una sucesión de especies que colonizarán la superficie 
en cuestión (ya sea diente, material de restauración o implante).  
A pesar de que Streptococcus oralis parece estar mucho más restringido 
en sus asociaciones, la asociación distintiva de Streptococcus oralis y Veionella 
parvula, dan lugar a la llegada de colonizadores secundarios como 
Introducción 
 28 
Fusobacterium nucleatum. Éste, a su vez, también exhibe una vasta gama de 
interacciones, favoreciendo la aparición de colonizadores tardíos como 
Porphyromonas gingivalis y Aggregatibacter actinomycetemcomitans, los 
cuales se relacionan de manera conveniente con diversas especies que pertenecen 
a etapas anteriores de colonización, apoyando a la idea de colonización secuencial 
(Kolenbrander, 2011) (Figura 4). 
 
Figura 4. Modelo adaptado de Kolenbrander y col., (2011), en el que se muestran las relaciones 
interespecie y el modelo de colonización secuencial en la placa dental formada en el seno de la 
cavidad oral. 
 
1.5 Propiedades y estructura del biofilm oral 
La razón por la cual las bacterias se asocian en forma de biofilm es que 
consiguen adquirir una gran variedad de características que las sitúan en un 
estado ventajoso con respecto a sus homólogas planctónicas (Franklin et al., 
2015, Carrouel et al., 2016, Tolker-Nielsen, 2015, Jamal et al., 2018, Lin, 2017). 
Formando parte del biofilm, las células bacterianas sufren una serie de variadas 
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adaptaciones fisiológicas y morfológicas como respuesta a los cambios 
ambientales provocados por variaciones de los gradientes de productos químicos, 
nutrientes y oxígeno a los que estos microorganismos deben adaptarse para 
garantizar su supervivencia. La recepción y el procesamiento de la información 
química del medio ambiente por parte de las bacterias es fundamental para la 
coordinación y dirección de las respuestas adaptativas (Solano et al., 2014, 
Tolker-Nielsen, 2015). Estas respuestas adaptativas favorecen la adecuación a la 
vida en el biofilm gracias a la regulación de un extenso conjunto de genes que 
confieren a las bacterias un fenotipo óptimo para el microambiente en el que 
viven que no presentan en su estado planctónico. Por todo ello es importante 
reconocer la placa dental como un biofilm en el entendimiento de la etiopatogenia 
de enfermedades orales tales como la caries, las enfermedades periodontales y las 
enfermedades peri-implantarias (Jamal et al., 2018, Lin, 2017). 
Durante el desarrollo del biofilm se da una activa formación de capas de 
microorganismos fácilmente distinguibles debido a la disposición de las células 
bacterianas en crecimiento en microcolonias rodeadas por los polímeros 
extracelulares que secretan.  Para poder garantizar la llegada de nutrientes y 
materias primas a las diferentes capas del biofilm, existe un sistema de transporte 
en forma de canales de agua que transcurren entre las diferentes microcolonias 
formando un sistema ¨circulatorio¨ primitivo que posibilita la difusión de 
nutrientes así como la eliminación de productos de deshecho (Herrling et al., 
2017). La comunicación entre las bacterias en el biofilm es también inevitable 
para el desarrollo óptimo del colectivo de microorganismos. La comunicación 
celular bacteriana, llevada a cabo a través de la síntesis de moléculas de 
señalización química conocido como "quorum sensing", es un mecanismo de 
regulación de la expresión genética en respuesta a la densidad de población 
(Solano et al., 2014, Whiteley et al., 2017, Abisado et al., 2018, Tolker-Nielsen, 
2015). 
La disposición de bacterias en microcolonias en el seno del biofilm dotan 
a este de una abundante gama de entornos de vida personalizados con pH y 
disponibilidad de nutrientes y oxígeno diferentes entre sí (Saini et al., 2011, 
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Kolenbrander, 2011, Jamal et al., 2018, Lin, 2017). Cada una de las microcolonias 
contiene miles de bacterias compatibles entre sí de manera que en cada una 
podrían encontrarse combinaciones diferentes de especies bacterianas. En el 
centro de una microcolonia, las bacterias pueden vivir en un ambiente 
estrictamente anaeróbico, mientras que las bacterias localizadas en las áreas de 
la microcolonia más próximas a los canales de flujo pueden vivir en presencia de 
oxígeno.  
Por último, la supervivencia del biofilm a largo plazo tendrá más 
posibilidades de ser exitosa si además las bacterias colonizan sitios múltiples, 
desprendiéndose del biofilm formado y colonizando sitios nuevos (Tolker-
Nielsen, 2015, Lin, 2017). 
2 Implantes dentales osteointegrados 
2.1 Antecedentes y evolución 
En los comienzos de la implantología, los implantes dentales no fueron 
recibidos con credulidad por la comunidad científica y, sin embargo, su 
utilización para la rehabilitación de dientes ausentes no ha dejado de evolucionar 
desde hace más de 50 años. Las primeras investigaciones fueron llevadas a cabo 
en Suecia por Per-Ingvar Brånemark surgiendo de ellas el concepto de 
osteointegración al descubrir, por accidente, un mecanismo de adherencia de un 
metal al hueso (Branemark, 1983). Mientras Brånemark proseguía con sus 
estudios, investigaciones paralelas se dieron de manera independiente en Suiza, 
por Schroeder, y en Alemania, por Schulte, publicando sus primeros artículos 
sobre implantes anclados en hueso en la década de 1970 (Albrektsson et al., 
2008). Sin embargo, los implantes osteointegrados no empezaron a considerarse 
como una opción válida de tratamiento hasta 1982 en Toronto, donde Brånemark 
presentó en una conferencia a nivel mundial la osteointegración y su implante de 
titanio en forma de tornillo, avalado por un seguimiento clínico de más de 10 años 
(Albrektsson et al., 2008, Atieh et al., 2010). 
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Los primeros resultados clínicos obtenidos por Brånemark fueron 
bastante pobres con tasas de éxito de alrededor de un 50%, que parecían 
confirmar que los materiales extraños introducidos en la cavidad oral no 
funcionaban, llegando a la conclusión de que probablemente un gran número de 
factores podrían influir en ello, entre otros, el riesgo de infección bacteriana. Por 
ello, se determinaron inicialmente una serie de factores a tener en cuenta como, 
por ejemplo, la biocompatibilidad del material y la naturaleza macro y 
microscópica del implante (Albrektsson et al., 1986). 
Gracias al cambio en un gran número de parámetros (entre los que 
destacan cambios en el diseño del implante) los resultados clínicos obtenidos 
empezaron a mejorar de manera significativa. La importancia de conocer el 
trabajo de Brånemark reside en que de él surgió la obligatoriedad de comprender 
los aspectos biológicos, físicos y químicos del tratamiento implantológico para 
conseguir sus máximos beneficios. 
Desde entonces y hasta hoy, el empleo de implantes dentales 
osteointegrados se ha generalizado en la práctica odontológica, convirtiéndose en 
tratamiento de referencia para la restauración tanto de la función como de la 
estética, en pacientes parcial o totalmente desdentados, todo ello con una alta 
predictibilidad a largo plazo (Berglundh et al., 2019, Smeets et al., 2016, Geckili 
et al., 2014). 
2.2 Propiedades de los implantes 
El material más ampliamente utilizado para la fabricación de implantes 
dentales es el titanio ya sea comercialmente puro (Ti) o aleaciones de éste. El uso 
del titanio como material de elección se debe principalmente a sus favorables 
propiedades mecánicas y a su excelente biocompatibilidad (Cordeiro and Barao, 
2017, Quirynen et al., 2015). 
En la primera década desde la aparición de los implantes, la superficie del 
mismo no fue considerada como un factor importante para la osteointegración 
del mismo; sin embargo, a partir de los años 80, gracias a Albrektsson 
(Albrektsson et al., 1981, Rupp et al., 2018), comenzaron a relacionarse las 
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características de superficie con una posible respuesta biológica al implante. Los 
dos sistemas de implantes dentales lanzados en los años 80 y 90 presentaban dos 
topografías de superficie distintas: el implante Branemark mínimamente 
mecanizado (Nobelpharma, Gotenburg, Suecia) y el Titanium Plasma Sprayed 
rugoso con microporos (Straumann, Basel, Suiza) (De Bruyn et al., 2017). Desde 
entonces, durante las últimas cuatro décadas, se han llevado a cabo diferentes 
modificaciones en la superficie del titanio con el fin de incrementar la 
osteointegración y, consecuentemente, de aumentar el éxito clínico tanto 
temprano como a largo plazo.  
Estas modificaciones se han centrado principalmente en los parámetros 
físico-químicos de la superficie del implante, principalmente la rugosidad, la 
energía libre superficial y la humectabilidad, con el objetivo de favorecer la 
actividad de los osteoblastos, la síntesis de matriz extracelular y la mineralización 
ósea (Albrektsson and Wennerberg, 2004, Ferreira Ribeiro et al., 2016, Gutwein 
and Webster, 2004, Meirelles et al., 2007, Schwartz-Filho et al., 2012, 
Wennerberg et al., 2011, Wennerberg and Albrektsson, 2010). 
De los diferentes parámetros de la superficie del implante, el que ha 
demostrado un mayor impacto en la aposición y maduración tempranas del 
hueso ha sido la microtopografía superficial, definida por la rugosidad, 
maximizando la interdigitación entre el hueso mineralizado y la superficie del 
implante (Le Guehennec et al., 2007). La rugosidad de la superficie puede verse 
descrita en términos de Ra, parámetro bidimensional, o preferiblemente en Sa, 
parámetro tridimensional (Wennerberg and Albrektsson, 2009). 
 En la literatura se ha sugerido la clasificación de la rugosidad de superficie 
en cuatro tipos (Albrektsson and Wennerberg, 2004): superficies lisas (valor de 
Sa <0,5 µm), superficies mínimamente rugosas (Sa de 0,5–1 µm) (Figura 5), 
superficies moderadamente rugosas (Sa 1–2 µm)(Figura 6), y superficies rugosas 




Figura 5. Imágenes obtenidas por microscopía electrónica de barrido de superficies de implantes 
de titanio de rugosidad mínima (Sa≃0.5-1 µm) que muestran la macrotopografía [A (200x) 
(escala=200 µm)] y la microtopografía [B (1000x) (escala=50 µm)] de la superficie del implante. 
 
En la actualidad, más del 95 % de los sistemas de implantes disponibles 
presentan superficies compuestas de titanio o de aleaciones de titanio con 
superficies moderadamente rugosas (Teughels et al., 2006, Rasperini et al., 1998, 
Wu-Yuan et al., 1995). 
 
 
Figura 6. Imágenes obtenidas por microscopía electrónica de barrido de superficies de implantes 
de titanio de rugosidad moderada (Sa≃1-2 µm) que muestran la macrotopografía [A (200x) 
(escala=200 µm)] y la microtopografía [B (1000x) (escala=50 µm)] de la superficie del implante. 
 
Los métodos de modificación de la superficie del implante se pueden 
dividir en procesos sustractivos y aditivos (Wennerberg and Albrektsson, 2009). 
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Básicamente, los métodos sustractivos eliminan material de la superficie del 
implante, mientras que los métodos aditivos lo agregan. 
2.3 Complicaciones en implantología 
A pesar del éxito y la alta predictibilidad de los que goza el tratamiento con 
implantes dentales osteointegrados, su utilización no está libre de 
complicaciones. Estas complicaciones, que pueden conducir incluso a la pérdida 
del implante, se clasifican en dos tipos dependiendo del momento en el que se 
producen: 
1. Fracaso precoz o primario. Tienen una prevalencia de un 1-2 % 
(Chrcanovic et al., 2014) y reciben este nombre porque se trata de complicaciones 
que aparecen como consecuencia de un fallo en la osteointegración en los 
primeros meses tras la inserción del mismo. Factores de riesgo para este tipo de 
problemas son, por ejemplo, una condición anatómica pre-quirúrgica 
desfavorable del paciente (originando una estabilidad primaria del implante 
débil), una mala praxis odontológica y las características del implante utilizado 
(ya sea bien porque el tipo de implante seleccionado es inapropiado para el caso 
en particular, ya sea porque el implante era defectuoso) (Berglundh et al., 2002, 
Jepsen et al., 1996, Chrcanovic et al., 2014). 
2. Fracaso tardío o secundario. Se trata de complicaciones que aparecen de 
manera tardía, años después de una exitosa osteointegración (Chrcanovic et al., 
2014, Smeets et al., 2014). A su vez, según la causa de su aparición encontramos: 
a) Complicaciones mecánicas: su clínica cursa con movilidad del implante 
y posible dolor y aparece como consecuencia de fuerzas mecánicas excesivas 
(Sridhar et al., 2019). 
b) Complicaciones biológicas: se trata de la causa principal de fracaso 
tardío del implante y reciben en su conjunto el nombre de enfermedades peri-
implantarias (Berglundh et al., 2018a, Sridhar et al., 2019, Schwarz et al., 2018). 
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3 Biofilm e implantes dentales: enfermedades peri-implantarias 
3.1 ¿Qué son las enfermedades peri-implantarias? 
A pesar de que han quedado demostradas altas tasas de supervivencia a 
largo plazo de los implantes dentales sin importar el sistema utilizado, los tejidos 
peri-implantarios no están exentos de sufrir cambios que lo dirijan desde el 
estado de salud peri-implantaria al estado de enfermedad (Klinge et al., 2018, 
Araujo and Lindhe, 2018, Lasserre et al., 2018). 
Puesto que las enfermedades peri-implantarias son una complicación cada 
vez más prevalente (Sridhar et al., 2019, Schwarz et al., 2018, Derks and Tomasi, 
2015), existe la necesidad de una clasificación de patologías y condiciones peri-
implantarias que faciliten su prevención, diagnóstico y tratamiento.  
Las primeras huellas sobre la definición y clasificación de las 
enfermedades peri-implantarias remontan al primer, sexto y séptimo Workshops 
de la Federación Europea de Periodoncia (EFP) (Albrektsson and Isidor, 1994, 
Berglundh et al., 2018a, Lang et al., 2011).  Recientemente, en el año 2017, tuvo 
lugar el ¨World Workshop on the Classification of Periodontal and Peri-implant 
Diseases and Conditions¨ en la ciudad de Chicago, Estados Unidos, organizado 
por la Academia Americana de Periodoncia (AAP) y la Federación Europea de 
Periodoncia (EFP). Este workshop internacional, que reunió cerca de 120 
expertos de todo el mundo, tenía como objetivo el de llegar a un consenso sobre 
la clasificación y definición de las condiciones peri-implantarias, entre otros. 
Previamente al Workshop, expertos de diferentes partes del mundo en la materia, 
llevaron a cabo una recopilación de datos sobre la evidencia científica acumulada 
en los últimos 20 años, redactando trabajos que servirían de base para los debates 
que se llevarían a cabo durante el workshop, al mismo tiempo que resumirían en 
un informe de consenso las diferentes clasificaciones y definiciones surgidas 
hasta entonces. Durante la celebración del mismo, se alzarían diferentes grupos 
de trabajo con misiones específicas quedando el grupo de trabajo 4, dirigido por 
Tord Berglundh y Gary Armitage (Berglundh et al., 2018a) al frente del debate 
sobre la clasificación y definición de “Enfermedades y condiciones peri-
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implantarias”. Fruto del esfuerzo de este grupo de trabajo, vería la luz en el año 
2018, un nuevo sistema de clasificación, en el que se destaca la presencia de salud 
peri-implantaria, mucositis peri-implantaria, peri-implantitiis y otras 
condiciones peri-implantarias. Es importante además destacar que el término 
enfermedades peri-implantarias (mucositis y peri-implantitis) solo hace 
referencia a situaciones en la presencia de biofilm sobre las superficies de 
implantes es el principal factor etiológico asociado al desarrollo de la mucositis 
peri-implantaria y la peri-implantitis, dejando a un lado aquellas otras 
condiciones peri-implantarias, como pueden ser fracturas de implantes entre 
otras, que pueden simular o compartir clínica con las patologías peri-
implantarias asociadas al biofilm (Berglundh et al., 2018b); aun así, (Berglundh, 
Armitage, Ávila-Ortiz y cols. 2018). 
La salud peri-implantaria (Araujo and Lindhe, 2018) se caracteriza por la 
ausencia de eritema, sangrado al sondaje, hinchazón y supuración. Es por este 
motivo, que para el diagnóstico de salud peri-implantaria deben existir: 
- Ausencia de signos clínicos de inflamación 
- Ausencia de sangrado y/o supuración tras un sondaje cuidadoso 
- Ausencia de incremento de la profundidad de sondaje en comparación 
con exploraciones previas.  
- Ausencia de pérdida ósea progresiva (salvando aquellos cambios en los 
niveles óseos crestales resultantes de la remodelación ósea inicial) 
 Debemos tener en cuenta que la profundidad de sondaje en un implante 
depende de la altura de los tejidos blandos con respecto a la localización de éste, 
por lo que no es posible definir unas mediciones de referencia compatibles con 
salud peri-implantaria, siendo de mayor importancia los signos clínicos de 
inflamación. 
Sin embargo, la presencia bacteriana conlleva a una condición 
inflamatoria que da lugar a complicaciones biológicas del implante 
osteointegrado conocidas como enfermedades peri-implantarias: mucositis y 
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peri-implantitis (Berglundh et al., 2018b, Heitz-Mayfield et al., 2011, Schwarz et 
al., 2018)  
Estas enfermedades tienen una alta prevalencia presentando una media 
del 43 % (cifras que oscilan entre un 19-65 %) en el caso de la mucositis y una 
media del 22 % (cifras entre el 1-47 %) en el caso de la peri-implantitis (Derks and 
Tomasi, 2015). 
La mucositis peri-implantaria ha sido definida en el Workshop Mundial de 
la Academia Americana de Periodoncia y de la Federación Europea de 
Periodoncia (2017) como la inflamación de la mucosa peri-implantaria sin 
pérdida de hueso circundante que aparece tras la acumulación de bacterias 
alrededor de un implante osteointegrado (Berglundh et al., 2018b). Los signos 
clínicos con los que cursa esta inflamación son el sangrado al sondaje, que puede 
ir acompañado de eritema y supuración (Jepsen et al., 2015, Berglundh et al., 
2018b). Existen pruebas sólidas de estudios preclínicos in vivo (Schwarz et al., 
2014, Schou et al., 2002, Zitzmann et al., 2002) y humanos (Chan et al., 2019, 
Meyer et al., 2017, Ramanauskaite et al., 2018) confirmando la placa dental como 
factor etiológico principal de la mucositis quedando descartada la posibilidad de 
la aparición de mucositis no inducida por bacterias. Esta patología puede 
resolverse de manera relativamente sencilla con una restitución de la higiene y 
control del biofilm bacteriano con plazos de hasta tres semanas curación 
(Berglundh et al., 2018a, Caton et al., 2018, Tonetti et al., 2015).  
 




A pesar de que la causa principal de la mucositis es la formación del 
biofilm, existen ciertos indicadores de riesgo que pueden alterar la respuesta del 
paciente a la presencia bacteriana, como son el tabaco, la diabetes y radioterapia 
(Berglundh et al., 2018b, Pimentel et al., 2018). 
Por otro lado, la peri-implantitis ha quedado definida como una 
enfermdedad de los tejidos que rodean los implantes dentales asociada a la placa 
bacteriana caracteriza por la presencia de inflamación en la mucosa peri-
implantaria y una pérdida progresiva del hueso de soporte (Schwarz et al., 2018, 
Berglundh et al., 2018b). Los signos clínicos de dicha condición son síntomas de 
inflamación, sangrado al sondaje y / o supuración, aumento en la profundidad 
del sondaje y / o recesión del margen mucoso, al mismo tiempo que se identifica 
la pérdida de hueso de soporte radiográficamente (Figura 8). 
 
Figura 8. Imagen radiográfica representativa de la pérdida de inserción ósea de un implante 
dental. 
 
La peri-implantitis es una patología asociada a la placa existiendo 
evidencia científica de que pacientes con un control deficiente de placa y una falta 
de seguimiento regular tienen mayor riesgo de desarrollarla (Schwarz et al., 
2018). A pesar de que se trata de una condición patológica inflamatoria asociada 
a la presencia bacteriana, no hay evidencia científica de la existencia de bacterias 
específicas ni de citoquinas proinflamatorias atribuibles a la peri-implantitis 
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(Lasserre et al., 2018). Sin embargo, sí existen datos sobre la relación entre el 
diagnóstico de mucositis peri-implantaria y el desarrollo de peri-implantitis 
(especialmente en ausencia de un mantenimiento regular) (Jepsen et al., 2015). 
Existe, además, un mayor riesgo de desarrollar la enfermedad en pacientes con 
antecedentes de enfermedad periodontal, mal control de la placa, y ausencia de 
mantenimiento regular (Isler et al., 2019). 
3.2 Papel de las características de superficie de los implantes en el desarrollo 
de las enfermedades peri-implantarias 
A pesar del beneficio clínico demostrado de las superficies modificadas de 
implantes en el grado de osteointegración, investigaciones científicas sugieren 
que la rugosidad de superficie puede jugar un papel clave en el desarrollo de la 
peri-implantitis (De Bruyn et al., 2017). Polizzi y colaboradores (Polizzi et al., 
2013) compararon de manera retrospectiva implantes de rugosidad mínima con 
implantes de rugosidad moderada mostrando que, si bien los implantes 
moderadamente rugosos demostraron tener tras 10 años una tasa de 
supervivencia mayor en comparación con los de rugosidad mínima, también se 
vieron afectados en mayor grado por peri-implantitis. 
Durante la colocación del implante en la cavidad oral su superficie se 
encuentra estéril, sin embargo, cuando los componentes transmucosos quedan 
expuestos al entorno oral, son susceptibles de sufrir una colonización bacteriana 
al igual que ocurre con los dientes y con otras superficies artificiales utilizadas en 
odontología tales como restauraciones dentales y prótesis. En esta situación, se 
favorece la formación de la película adquirida sobre la superficie expuesta que 




Figura 9. Imagen obtenida por microscopía electrónica de barrido (200x) (escala=200 µm) que 
muestra la superficie de un implante, inicialmente estéril, cubierta por biofilm una vez expuesta 
a la presencia bacteriana. 
 
Inicialmente, este biofilm está compuesto por bacterias compatibles con la 
salud peri-impantaria pero, por el contrario, si se les permite crecer y madurar, 
se dan una serie de cambios cuantitativos y cualitativos tanto en la composición 
como en la virulencia del biofilm formado, desencadenando una respuesta 
inmunoinflamatoria en los tejidos peri-implantarios pudiendo dar lugar a la 
aparición de enfermedades peri-implantarias (Ferreira Ribeiro et al., 2016).  
Puesto que el factor clave en la iniciación de las enfermedades peri-
implantarias es la formación de biofilm sobre la superficie del implante expuesta, 
existe un gran interés científico en el estudio de la capacidad bacteriana a adherir 
a los diferentes tipos de superficies de implantes y formar biofilms complejos.  
En la actualidad existe una amplia gama de superficies de implantes 
disponibles sometidas a diferentes factores químicos y físicos que, aplicados 
sobre la superficie del implante, le dotan de una rugosidad favorecedora de una 
mayor osteointegración. Se han desarrollado topografías específicas de superficie 
con aumentos de la rugosidad relativa y la hidrofobicidad para mejorar las 
interacciones implante-tejido. Estas topografías de superficie complejas, que 
mejoran claramente la osteointegración del implante aumentando la 
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probabilidad de éxito en el tratamiento implantológico podrían, a su vez, facilitar 
la adhesión y desarrollo de biofilms bacterianos complejos además de perjudicar 
a la capacidad de eliminarlos en comparación con las superficies de titanio 
pulidas. Todo ello favorecería una pérdida de equilibrio entre la exposición a las 
bacterias y la respuesta del huésped conduciendo a la inflamación y el desarrollo 
de enfermedades peri-implantarias (Ferreira Ribeiro et al., 2016, Di Giulio et al., 
2016, Song et al., 2015, Violant et al., 2014, Xing et al., 2015). 
Previas investigaciones in vitro sobre superficies de implantes han 
demostrado que la rugosidad, la energía libre de la superficie, la humectabilidad 
y el grado de esterilización pueden afectar a la formación del biofilm, la 
distribución tridimensional bacteriana y la eficacia del tratamiento 
antimicrobiano (Di Giulio et al., 2016, Lin et al., 2013, Yeo et al., 2012, Song et 
al., 2015, Schmidlin et al., 2013, Al-Ahmad et al., 2010). De las diferentes 
características superficiales de los implantes, se ha observado que la rugosidad es 
la que mayor impacto tiene en la formación de biofilm (Teughels et al., 2006, 
Schmidlin et al., 2013). 
A día de hoy, las muestras utilizadas para el estudio de la relación entre la 
superficie del implante y la colonización bacteriana, han consistido en discos o 
bloques de titanio que simulan la superficie en estudio (Aguayo et al., 2015, de 
Avila et al., 2015, Di Giulio et al., 2016, Papavasileiou et al., 2015, Pita et al., 2015, 
Ready et al., 2015) pero que no aportan las características macroestructurales y 
topográficas de los implantes dentales utilizados en la práctica clínica (Pereira et 
al., 2015, Schmidt et al., 2017, Sridhar et al., 2016). 






  44 
Justificación, objetivos e hipótesis 
 45 
1 Justificación 
El factor clave en el inicio de las enfermedades peri-implantarias es la 
respuesta inflamatoria asociada a la presencia bacteriana en las superficies 
expuestas del implante, por lo que existe un gran interés científico en estudiar la 
capacidad de las bacterias para adherirse a las diferentes superficies de implantes 
y formar biofilms complejos. Además, resulta de interés conocer el grado de 
implicación de las características superficiales del titanio (concretamente de la 
rugosidad) en la formación y acumulación bacterianas.  
A pesar de le presencia en la literatura de numerosos estudios tanto in 
vitro como in vivo de la relación existente entre las características superficiales 
del implante y la formación del biofilm, aún sigue existiendo cierta controversia 
sobre esta relación en la actualidad. La mayor parte de los estudios in vitro e in 
vivo realizados hasta la actualidad han utilizado muestras en sus investigaciones 
tales como discos, que contienen la superficie de titanio estudiada pero que 
carecen de las características macroestructurales y topográficas de los implantes 
dentales utilizados en la práctica clínica. 
Teniendo en cuenta la dificultad que supone la investigación del biofilm 
oral in vivo, así como conseguir un modelo bacteriano reproducible desde placa 
recogida de pacientes, se ha considerado de interés estudiar el impacto de la 
macro y microtopografía superficiales de implantes dentales de titanio sobre el 
biofilm subgingival a través de un modelo de biofilm oral in vitro, de fácil manejo 
y reproducible, en el que se incluyan colonizadores iniciales (S. oralis y A. 
naeslundii), tempranos (V. parvula), secundarios (F. nucleatum) y tardíos (P. 
gingivalis y A. actinomycetemcomitans), formado sobre superficies de implantes 
dentales en su forma comercial. Estas investigaciones ofrecerían información 
sobre la dinámica de formación, estructura y disposición bacterianas sobre la 
superficie de implantes dentales con su macro y microestructura, así como las 
consecuencias cuantitativas y cualitativas en la acumulación bacteriana del grado 
de rugosidad superficial. 
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2 Objetivos 
2.1 Objetivo general 
Estudiar la colonización secuencial y estructura del biofilm subgingival en 
la superficie de implantes dentales utilizando para ello un modelo in vitro de 
biofilm multiespecie sobre superficies de implantes dentales en su forma 
comercial. 
2.2 Objetivos específicos 
1. Estudiar el impacto de la macro y microtopografía superficiales de 
implantes dentales de titanio en la formación del biofilm subgingival evaluando 
la acumulación bacteriana en el tiempo y la estructura y disposición del biofilm 
en distintas zonas topográficas. 
2. Estudiar el impacto de la microtopografía superficial de implantes 
dentales de titanio en la formación del biofilm subgingival evaluando las 
diferencias en la estructura y acumulación del biofilm en implantes dentales con 
diferente grado de rugosidad. 
3 Hipótesis 
3.1 Hipótesis general 
La superficie de los implantes dentales de titanio afecta a la colonización 
bacteriana y a la estructura del biofilm subgingival. 
3.2 Hipótesis específicas 
1. La micro y macrotopografía de superficie de implantes dentales de 
titanio afectan a la formación, estructura y disposición del biofilm bacteriano. 
2. La microtopografía de superficie de implantes dentales de titanio tiene 
consecuencias cuantitativas y cualitativas en la acumulación bacteriana
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1 Fase I: Caracterización topográfica del crecimiento de un modelo in 
vitro de biofilm multiespecie sobre superficies de implantes dentales 
1.1 Cepas bacterianas y condiciones de cultivo 
Para el desarrollo de este estudio se utilizaron cepas estándar de S. oralis, 
V. parvula, A. naeslundii, F. nucleatum, P. gingivalis y A. 
actinomycetemcomitans. Tanto las cepas como las referencias de la colección de 
cultivo a la que pertenecen se muestran en la tabla 1. 
 
Cepa Referencia 
Streptococcus oralis CECT 907T1 
Veionella parvula NCTC 118102 
Actinomyces naeslundii ATCC 190393 
Fusobacterium nucleatum DMSZ 204824 
Porphyromonas gingivalis ATCC 33277 
Aggregatibacter actinomycetemcomitans DSMZ 8324 
1CECT, Colección Española de Cultivos Tipo 
2NTCT, National Collection of Type Cultures 
3ATCC, American Type Cultures Collection 
4DMS, Deutsche Sammlung von Mikroorganismen und ZellKuturen 
Tabla 1. Cepas seleccionadas en el estudio y colección de cultivo tipo 
 
Cada cepa bacteriana fue cultivada de manera individual en placas agar 
sangre (Blood Agar No 2; Oxoid, Basingstoke, Reino Unido), suplementadas con 
un 5% de sangre de caballo (Oxoid), 5,0 mg/L de hemina (Sigma, St. Louis, MO, 
Estados Unidos) y 1,0 mg/L de menadiona (Merck, Darmstadt, Alemania) en 
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condiciones de anaerobiosis (10% H2 y 10% CO2 equilibrados con N2) a 37°C 
durante 24-72 horas. 
1.2 Muestra de implante dental 
Para esta fase de la investigación se seleccionaron muestras de implantes 
estériles de titanio comercialmente disponibles 3i Full OSSEOTITE® Certain® 
(Implant Innovations, Inc. 4555 Riverside Drive, Plam Beach Gardens, Florida, 
Estados Unidos), de 10 mm de longitud y 3,25/3,4 mm de diámetro, con 
superficie patentada sometida a arenado y grabado ácido. 
1.3 Desarrollo del biofilm 
Con el objetivo de estandarizar las condiciones del estudio y de favorecer 
la reproducibilidad del modelo, inoculando una concentración constante de cada 
una de las cepas bacterianas en cada uno de los ensayos, el desarrollo del biofilm 
sobre la superficie del implante se llevó acabo siguiendo el protocolo puesto a 
punto en el Laboratorio de Microbiología Oral de la Facultad de Odontología de 
la Universidad Complutense de Madrid y publicado por el grupo de investigación 
ETEP (Etiología y Tratamiento de las Enfermedades Periodontales) (Sanchez et 
al., 2011).  
La metodología consistió en realizar cultivos puros de cada bacteria (a 
partir de los cultivos frescos conseguidos en las placas de agar sangre) en 
condiciones de anaerobiosis en medio BHI (por sus siglas en inglés, Brain Heart 
Infusion) modificado, durante 24-48 horas. El medio BHI modificado consiste en 
un medio de cultivo rico en proteínas que contiene BHI (Becton, Dickinson and 
Company, Franflin Lakes, Nueva Jersey, Estados Unidos) suplementado con 2,5 
g/L de mucina (Oxoid), 1,0 g/L de extracto de levadura (Oxoid), 0,1 g/L de 
cisteína (Sigma), 2,0 g/L de bicarbonato de sodio (Merck), 5,0 mg/L de hemina 
(Sigma), 1,0 mg/L de menadiona (Merck) y 0,25% (v/v) de ácido glutámico. 
Pasado el tiempo de incubación, en cada cultivo puro de cada bacteria se midió la 
fase media exponencial por espectrofotometría, para realizarse posteriormente 
diluciones seriadas en tubos Eppendorf que contenían 900 mL de PBS estéril (por 
sus siglas en inglés, Phospate Buffered Saline) hasta obtener 1 mL de cada una de 
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las bacterias que contuvieran 103 unidades formadoras de colonia (UFC)/mililitro 
(mL) para S. oralis, 105 UFC/ml para A. naeslundii y V. parvula, y 106 UFC/mL 
para F. nucleatum, A. actinomycetemcomitans y P. gingivalis. Por último, en un 
tubo Falcon se procedió a la combinación de las 6 especies bacterianas para 
obtener la mezcla utilizada para el desarrollo del biofilm. 
Cada uno de los implantes estériles fue colocado en un pocillo de una placa 
de cultivo tisular multipocillo (Greiner Bio-one, Frickenhausen, Alemania) e 
inoculado con 1,5 mL de la mezcla bacteriana con concentraciones conocidas de 
cada bacteria en suspensión. Las placas fueron incubadas en condiciones de 
anaerobiosis para permitir el crecimiento bacteriano (10% H2 y 10% CO2 
equilibrados con N2) durante 12, 24, 48, 72, 96 o 120 horas. Para evitar 
contaminaciones no deseadas, en las mismas placas también se sometieron a 
incubación pocillos que contenían únicamente medio de cultivo BHI modificado. 
1.4 Análisis de la biomasa y vitalidad del biofilm mediante Microscopía 
Confocal Láser de Barrido 
Para el análisis de la morfología del biofilm mediante Microscopía 
Confocal Láser de Barrido o CLSM (por sus siglas en inglés, Confocal Laser 
Scanning Microscopy), se utilizó el microscopio confocal Olympus® FV1200 
(Olympus Iberia, Barcelona, España). Antes del análisis por CLSM, los implantes 
fueron secuencialmente aclarados en tres ocasiones con 2 mL de PBS [tiempo de 
inmersión por aclarado, 10 segundos (s)] con el fin de eliminar las posibles 
bacterias no adheridas.  
Con el fin de diferenciar las bacterias vivas de las muertas, cada implante 
fue sometido a tinción con el kit de viabilidad bacteriana LIVE/DEAD ® 
BacLight™ (Molecular Probes B. V., Leiden, Países Bajos) a temperatura 
ambiente. Este kit se usa para monitorizar la viabilidad de poblaciones 
bacterianas en función de la integridad de la membrana de la célula y consta de 
dos fluorocromos: SYTO9® y Ioduro de propidio. Por un lado, SYTO9® tiñe los 
ácidos nucleicos en verde tanto de bacterias gram positivas como gram negativas, 
tanto vivas como muertas; sin embargo, el ioduro de propidio es un agente 
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intercalante que tiene la capacidad de teñir de rojo el ADN bacteriano tan sólo de 
las células muertas al no poder atravesar la membrana de las células vivas. Por 
ello, tras la tinción, finalmente podrán distinguirse las bacterias vivas (en verde) 
de las bacterias muertas (en rojo). La proporción utilizada de los flurocromos fue 
de 1:1 y el tiempo de tinción de 9±1 minuto para obtener la señal de fluorescencia 
óptima para las correspondientes longitudes de onda [SYTO9 ®, 515-530 
nanómetros (nm); Ioduro de propidio, >600 nm].  
El software del microscopio Olympus se configuró para tomar imágenes de 
1,16 micras (µm) de grosor (12 bits, 1024 x 1024 píxeles). A su vez, las colecciones 
de imágenes obtenidas fueron analizadas con tres tipos diferentes de software: 
• El software Imaris 7.7.0® (Bitplane, Zurich, Suiza) para la reconstrucción 
tridimensional a partir de los cortes obtenidos por el microscopio. Para 
el análisis de la superficie del implante se seleccionaron tres áreas 
diferentes y representativas: a) la espira del implante, b) el área entre 
espiras y c) el pico de la espira del implante, analizándose al menos tres 
muestras para cada tiempo de incubación en estudio (12, 24, 48, 72, 96 y 
120 horas). 
• El software Fiji (Image J, versión 2.0-rc-65/1.52b, software de 
procesamiento de imágenes de código abierto) para evaluar la proporción 
de bacterias vivas/muertas (es decir, el área ocupada por las células vivas 
dividida por el área ocupada por células muertas). 
• El software COMSTAT (disponible como software gratuito en 
www.comstat.uk) para el cálculo de la biomasa en micras3/micras2 
(µm3/µm2) de las imágenes obtenidas por CLSM a los diferentes tiempos 
de incubación. 
Los análisis se realizaron en el Centro Nacional de Citometría y 
Microscopía de Fluorescencia (Campus de Moncloa, Universidad Complutense 
de Madrid, España). 
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1.5 Análisis morfológico del biofilm mediante Microscopía Electrónica de 
Barrido 
Antes de proceder al análisis por Microscopía Electrónica de Barrido 
(MEB), los implantes fueron aclarados secuencialmente en tres ocasiones cada 
uno con 2 mL de PBS estéril (tiempo de inmersión por aclarado, 10 s) con el fin 
de eliminar las posibles bacterias no adheridas. Tras el aclarado, los implantes se 
fijaron con una solución de paraformaldehído al 4% (Panreac Química, 
Barcelona, España) y glutaraldehído al 2,5% (Panreac Química) durante 4 horas 
a 4°C. Las muestras de implantes fueron aclaradas de nuevo en esta ocasión en 
PBS y, posteriormente, en agua estéril [tiempo de inmersión por aclarado, 10 
minutos (min)]. Tras el aclarado, cada implante se sometió a deshidratación 
mediante una serie de soluciones de alcohol con gradaciones crecientes (30, 50, 
70, 80, 90 y 100%; tiempo de inmersión por solución, 10 min). Una vez las 
muestras se encontraron deshidratadas, se procedió a su secado en punto crítico, 
se recubrieron por pulverización con oro y se analizaron mediante el microscopio 
JSM 6400 (JSM6400, JEOL, Tokio, Japón), con un detector de electrones de 
dispersión posterior y una resolución de imagen de 25 kilovoltios (kV). Para esta 
fase de la investigación se analizaron al menos tres muestras por cada tiempo de 
incubación en estudio. Los análisis se llevaron a cabo en el Centro Nacional de 
Microscopía Electrónica de las ICTS (Infraestructuras Científicas y Técnicas 
Singulares) (Campus de Excelencia Internacional de Moncloa, Universidad 
Complutense, Madrid, España). 
1.6 Extracción de ADN y cuantificación de bacterias por Reacción en Cadena 
de la Polimerasa cuantitativa 
Antes de proceder a la extracción de ADN, los implantes fueron aclarados 
secuencialmente en tres ocasiones cada uno en una solución de PBS estéril 
(tiempo de inmersión por aclarado, 10 s) con el fin de eliminar posibles bacterias 
no adheridas. 
Para proceder a la extracción del ADN, los biofilms fueron disgregados 
sometiendo a los implantes a vórtex a temperatura ambiente, durante 2 min en 1 
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mL de PBS estéril. El ADN fue aislado mediante la aplicación del kit comercial 
MolYsisComplete5 (Molzym GmbH & CoKG, Bremen, Alemania) siguiendo las 
instrucciones del fabricante (el protocolo para la extracción de ADN bacteriano 
se siguió desde el paso 6, evitando los pasos preliminares). 
El ADN extraído se analizó y cuantificó mediante el método de Reacción 
en Cadena de la Polimerasa cuantitativa (qPCR, por sus siglas en inglés, 
quantitative Polymerase Chain Reaction) con sondas de hidrólisis de nucleasa 
5´. Los cebadores y sondas fueron proporcionados por Life Technologies 
Invitrogen (Carlsbad, California, Estados Unidos), Applied Biosystems 
(Carlsbad, California, Estados Unidos) y Roche (Roche Diagnostic GmbH, 
Mannheim, Alemania) y fueron dirigidos contra el gen 16S rRNA (Marin et al., 
2018, Marin et al., 2017). 
La amplificación por qPCR se realizó en un volumen de mezcla de reacción 
total de 10 microlitros (µL). Las mezclas de reacción contenían 5 µL de mezcla 
maestra 2x (LC 480 Probes Master, Roche), concentraciones óptimas de 
cebadores y sonda (900, 900 y 300 nanomolar (nM) para S. oralis; 300, 300 y 
300 nM para A. naeslundii y P. gingivalis; 750, 750 y 400 nM para V. parvula; 
300, 300 y 200 nM para A. actinomycetemcomitans; y 600, 600 y 300 nM para 
F. nucleatum), y 2 µL del ADN bacteriano extraído. Como control negativo se 
utilizó 2 µL de agua estéril (NTC, por sus siglas en inglés, non-template control] 
(Water PCR grade, Roche). 
Las muestras se sometieron a un ciclo inicial de amplificación de 95°C 
durante 10 min, seguidos de 40 ciclos a 95°C durante 15 s y 60°C durante 1 min. 
Los análisis se realizaron con el termociclador LightCycler® 480 II (Roche 
Diagnostic GmbH, Mannheim, Alemania). Las placas utilizadas en el estudio 
fueron FramStar 480 de marco natural y pocillos blancos (4titude; The North 
Barn, Damphurst Lane, Reino Unido), selladas por sellos transparentes 
adhesivos QPCR (4titude). 
Cada muestra de ADN bacteriano fue analizada por duplicado. Los valores 
del ciclo de cuantificación (Cq, por sus siglas en inglés, Quantification Cycle) se 
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determinaron utilizando el software provisto con el termociclador (LC 480 
Software 1,5, Roche). Este protocolo se repitió en tres experimentos 
independientes, cada uno con tres muestras de implantes incubados a 12, 24, 48, 
72, 96 y 120 horas (n=9 para cada tiempo de incubación). 
1.7 Formación de biofilms sobre implantes soportados 
Se fabricaron cubos de metacrilato, de 10 milímetros (mm) de anchura y 7 
mm de altura con un fresado interno de 2,7 mm de diámetro y 5 mm de 
profundidad como soporte para los implantes en una posición fija permitiendo la 
exposición de la mitad coronal de la superficie del implante (Figura 10). Los 
implantes fueron roscados en los cubos de metacrilato estériles y emplazados 
cada uno en un pocillo de una placa de cultivo tisular multipocillo (Greiner Bio-
one, Frickenhausen, Alemania) para ser inoculados con 1,5 mL de la misma 
mezcla bacteriana con concentraciones conocidas de cada bacteria en suspensión. 
Las placas fueron incubadas en condiciones de anaerobiosis para permitir el 
crecimiento bacteriano (10% H2 y 10% CO2 equilibrados con N2) durante 96 
horas. Para evitar contaminaciones no deseadas, en las mismas placas también 
se sometieron a incubación pocillos que contenían únicamente medio de cultivo 
BHI modificado. 
Este protocolo fue repetido en tres experimentos independientes, cada uno 
con tres réplicas de implantes dentales sujetos por los cubos de metacrilato (n=9). 
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Figura 10. Imagen correspondiente al dispositivo de metacrilato, de 10 mm de ancho y 7 mm de 
alto con una perforación interna de 2,7 mm de diámetro y 5 mm de profundidad para el soporte 
de los implantes en una posición fija que permite la exposición del tercio coronal de la superficie 
del implante. 
 
1.8 Análisis estadístico 
Para el análisis por qPCR, la variable resultado principal fue la 
concentración de cada bacteria (UFC/mL) en cada tiempo de incubación (12, 24, 
48, 72, 96 y 120 horas), de manera independiente. Se llevó a cabo el análisis para 
cada parámetro en estudio (n=9), haciendo comparaciones entre los tiempos de 
incubación. Para evaluar la normalidad de la muestra se realizó la prueba de la 
normalidad de Shapiro-Wilk y la distribución de datos. Los datos se expresaron 
como medias y desviaciones estándar (DE). Con el fin de comparar la evolución 
de cada bacteria empleada a lo largo del tiempo, se empleó el análisis de la 
varianza de una vía con corrección de Bonferroni para comparaciones múltiples. 
Se consideraron como estadísticamente significativos valores de p <0,05. 
El software empleado para el análisis de todos los datos fue IBM SPSS 
Statistics 21.0 (IBM Corporation, Armonk, NY, Estados Unidos). 
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La reproducibilidad del biofilm sobre superficies de implantes dentales fue 
calculada y comparada con biofilms desarrollados sobre discos de hidroxiapatita, 
titanio y zirconio (Sanchez et al., 2014). Para ello, se usaron coeficientes de 
variación con respecto a los resultados obtenidos por qPCR [medias y 
desviaciones estándar (DE) de las UFC/mL de cada una de las seis bacterias 
empleadas]. 
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2 Fase II: Estudio in vitro de las diferencias en la formación del biofilm 
sobre implantes dentales con diferentes microtopografías de superficie 
2.1 Cepas bacterianas y condiciones de cultivo 
Para el desarrollo de la segunda fase de las investigaciones, las cepas 
bacterianas empleadas fueron las mismas que en la primera fase del estudio: S. 
oralis, V. parvula, A. naeslundii, F. nucleatum, A. actinomycetemcomitans y P. 
gingivalis. Las cepas con las referencias de la colección de cultivo a la que 
pertenecen se muestran en la tabla 1 citada con anterioridad en el apartado de 
descripción de las cepas bacterianas y condiciones de cultivo de la fase I. 
Cada cepa bacteriana fue cultivada en placas agar sangre (Blood Agar No 
2; Oxoid, Basingstoke, Reino Unido), suplementadas con 5% de sangre de caballo 
(v/v) (Oxoid), 5,0 mg/L de hemina (Sigma, St. Louis, MO, Estados Unidos) y 1,0 
mg/L de menadiona (Merck, Darmstadt, Alemania) en condiciones de 
anaerobiosis (10% H2 y 10% CO2 equilibrados con N2) a 37°C durante 24-72 
horas.  
2.2 Muestras de implantes dentales 
Para la segunda fase de la investigación se seleccionaron muestras estériles 
de implantes dentales de titanio con diferente microtopografía de superficie: 
- Implantes de rugosidad mínima 3i Full Certain®, de 10 mm de longitud 
y 3.25/3.4 mm de diámetro (Implant Innovations, Inc. 4555 Riverside Drive, 
Palm Beach Gardens, Florida. Estados Unidos). Estos implantes presentan una 
superficie sometida a grabado ácido patentada (Osseotite®) con una rugosidad 
superficial de Sa≃0.5-1 µ). Los implantes 3i Full OSSEOTITE® Certain® implants 
presentan un paso de rosca de 0,6 mm, un cuerpo roscado de 8,5 mm de longitud 
variando su diámetro entre 3,3 y 3,4 mientras que el diámetro del ápice es de 2,6 
mm. 
- Implantes de rugosidad moderada Nobel Biocare Brånemark System® 
Mk III Groovy RP, de 10 mm de largo y 3.75 mm de diámetro (Nobel Biocare AB, 
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SE-40226, Goteburgo, Suecia). Estos implantes presentan una superficie 
patentada (TiUnite®) que se caracteriza por una capa de óxido de titanio gruesa 
y moderadamente rugosa con un alto grado de cristalinidad enriquecida con 
fósforo (Sa≃1-2 µ). Los implantes Nobel Biocare Brånemark System® Mk III 
Groovy RP presentan un paso de rosca de 1,2 mm y una distancia interespira de 
0,6 mm. La longitud del área roscada es de 8,9 mm variando su diámetro entre 
3,1 mm y 3,7 mm mientras que el diámetro en el ápice del implante mide 2,9 mm. 
Ambos implantes presentan un cuerpo cilíndrico con ápice plano y 
acanalado. 
 
2.3 Desarrollo del biofilm 
El desarrollo del biofilm sobre las superficies de los implantes dentales se 
llevó a cabo siguiendo el protocolo puesto a punto en el Laboratorio de 
Microbiología Oral de la Facultad de Odontología de la Universidad Complutense 
de Madrid y publicado por el grupo de investigación ETEP (Sanchez et al., 2011) 
explicado con anterioridad en la metodología de la fase I del estudio. En resumen, 
se realizaron cultivos puros de cada bacteria (a partir de los cultivos frescos 
conseguidos en las placas de agar sangre) en condiciones de anaerobiosis en 
medio BHI modificado durante 24-48 horas. Pasado el tiempo de incubación, se 
midió la fase media exponencial por espectrofotometría y se realizaron diluciones 
seriadas en PBS estéril hasta desarrollar una mezcla bacteriana que contuviera 
103 UFC/ mL para S. oralis, 105 UFC/ml para A. neaslundii y V. parvula, y 106 
UFC/mL para F. nucleatum, A. actinomycetemcomitans y P. gingivalis. 
En placas de cultivo tisular multipocillo (Greiner Bio-one, Frickenhausen, 
Alemania) se colocaron las muestras de implantes estériles de cada una de las dos 
superficies en estudio inoculándose cada muestra con 1,5 mL de la mezcla 
bacteriana con concentraciones conocidas de cada bacteria en suspensión. Las 
placas fueron incubadas en condiciones de anaerobiosis para permitir el 
crecimiento bacteriano (10% H2 y 10% CO2 equilibrados con N2) durante 96 
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horas. Para evitar contaminaciones no deseadas, en las mismas placas también 
se sometieron a incubación pocillos que contenían únicamente medio de cultivo. 
2.4 Análisis de la biomasa y vitalidad del biofilm mediante CLSM 
Antes de la evaluación por microscopía, se incubaron tres muestras de 
implantes de cada una de las dos microtopografías de superficie en estudio 
durante 96 horas en presencia de la mezcla bacteriana para el desarrollo del 
biofilm. Pasado el tiempo de incubación, los implantes con biofilm en su 
superficie se sometieron al mismo protocolo de aclarado y tinción con el kit de 
viabilidad bacteriana LIVE / DEAD® BacLightTM (Molecular Probes B. V., 
Leiden, Países Bajos) y en iguales condiciones de temperatura y tiempo que 
fueron empleados para el análisis por CLSM de los implantes en la fase I de las 
investigaciones. En esta ocasión, el microscopio confocal utilizado fue también el 
Olympus ® FV1200, configurado para tomar imágenes de 1,16 µm de grosor (12 
bits, 1024 x 1024 píxeles).  
Las colecciones de imágenes obtenidas fueron analizadas con los tres tipos 
diferentes de software que se emplearon durante la primera fase de la 
investigación:  
• El software Imaris 7.7.0® (Bitplane, Zurich, Suiza) para la reconstrucción 
tridimensional a partir de los cortes obtenidos por el microscopio. Para 
el análisis de la superficie del implante se seleccionaron tres áreas 
diferentes y representativas: a) la espira del implante, b) el área entre 
espiras y c) el pico de la espira del implante, analizándose al menos tres 
muestras para cada tipo de superficie en estudio (rugosidad mínima y 
rugosidad moderada). 
• El software Fiji (Image J, versión 2.0-rc-65/1.52b, software de 
procesamiento de imágenes de código abierto) para evaluar la proporción 
de bacterias vivas/muertas. 
• El software COMSTAT (disponible como software gratuito en 
www.comstat.uk) para el cálculo de la biomasa en µm3/µm2. 
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Los análisis se realizaron en el Centro Nacional de Citometría y 
Microscopía de Fluorescencia (Campus de Moncloa, Universidad Complutense 
de Madrid, España). 
2.5 Análisis morfológico del biofilm mediante MEB 
Pasado el tiempo de incubación de 96 horas, los implantes se sometieron 
a los procesos de aclarado, fijado, deshidratación, secado y pulverización en oro, 
siguiendo el mismo protocolo explicado previamente en el apartado de 
descripción de análisis mediante MEB de la fase I de la presente investigación. 
Los implantes fueron analizados con el microscopio electrónico JSM 6400 
(JSM6400, JEOL, Tokio, Japón), con un detector de electrones de dispersión 
posterior y una resolución de imagen de 25 kV. Se analizaron al menos tres 
implantes de cada rugosidad en estudio.  
Los análisis se llevaron a cabo en el Centro Nacional de Microscopía 
Electrónica de las ICTS (Infraestructuras Científicas y Técnicas Singulares) 
(Campus de Excelencia Internacional de Moncloa, Universidad Complutense, 
Madrid, España). 
2.6 Extracción de ADN y cuantificación de bacterias por qPCR 
El aislamiento del ADN y su cuantificación por qPCR se realizó siguiendo 
exactamente el mismo protocolo empleado para el mismo proceso en la fase I de 
las investigaciones. 
En esta ocasión, se analizaron tres muestras de implantes de cada tipo de 
microtopografía en estudio, repetido en tres experimentos independientes (n=9 
para cada tipo de superficie). 
2.7 Análisis estadístico 
 Se consideró como variable respuesta las concentraciones de cada bacteria 
incluída en el modelo de biofilm en cada superficie de implante. Para el estudio 
de la distribución de los datos se emplearon box-plots y la prueba de normalidad 
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de Shapiro-Wilk. Se empleó tanto estadística descriptiva como la prueba t de 
Student. Como estadísticamente significativos se consideraron los valores 
p<0,05. 
El software empleado para el análisis de todos los datos fue IBM SPSS 
Statistics 21.0 (IBM Corporation, Armonk, NY, Estados Unidos).
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1 Fase I: Caracterización topográfica del crecimiento de un modelo in 
vitro de biofilm multiespecie sobre superficies de implantes dentales 
1.1 Análisis por CLSM de la biomasa y viabilidad del biofilm 
Mediante CLSM se estudió la distribución bacteriana en las diferentes 
áreas de la superficie del implante para cada uno de los tiempos de incubación en 
estudio. La presencia de bacterias adheridas a la superficie del implante desde las 
12 a las 120 horas de incubación se muestran en las figuras 11 a 13. 
En las primeras 12 horas, pudo observarse la colonización de las primeras 
bacterias extendidas por toda la superficie del implante, la mayoría de ellas vivas 
(proporción células vivas/muertas, 5,14) (Figura 11A). Aunque las primeras 
bacterias aparecieron de manera individual, también pudo verse como ya algunas 
se agrupaban en agregados multicelulares. La cuantificación de la biomasa 
confirmó este predominio de bacterias vivas (0,052 µm3/µm2) frente a las 
bacterias muertas (0,015 µm3/µm2). En esta etapa del desarrollo del biofilm, la 
superficie del implante correspondiente a la zona entre espiras apareció 
prácticamente libre de bacterias (color azul, figura 11A), mientras que las zonas 
laterales de la espira y el pico de ésta aparecieron completamente cubiertas por 
bacterias vivas (color verde, Figura 11A). 
Tras 24 horas de incubación, las células que se encontraban dispuestas de 
manera individual comenzaron a unirse formando microcolonias extendidas por 
toda la superficie del implante, en las zonas laterales y pico de la espira, y en el 
área entre espiras (Figura 11B). En este punto, las bacterias vivas seguían siendo 
predominantes sobre las bacterias muertas con una proporción de células 
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vivas/muertas de 4,37 y una cuantificación de la biomasa de 0,058 µm3/µm2 para 
las bacterias vivas frente a 0,026 µm3/µm2 para las bacterias muertas. 
 
Figura 11. Imágenes obtenidas por Microscopía Confocal Láser de Barrido (20x) a 12 (A; 
escala=100 µm) y 24 (B; escala=70 µm) horas de incubación de un biofilm desarrollado sobre 
superficies de implantes gracias al uso del kit de viabilidad celular LIVE/DEAD® BacLight. En 
estas imagenes fue posible diferenciar la distribución de bacterias vivas (color verde) y bacterias 
muertas (color rojo) sobre la superficie del implante de titanio (color azul) en los dos tiempos de 
incubación del biofilm. 
 
A medida que el tiempo de incubación avanzó a las 48 horas (Figura 12A), 
la estructura del biofilm adquirió una morfología más compleja y las células 
bacterianas muertas (color rojo en las Figura 12A) comenzaron a evidenciarse 
sobre la superficie del implante, pasando a ser la proporción de bacterias 
vivas/muertas de 2,58. La cuantificación de la biomasa mostró un número 
ligeramente mayor de bacterias muertas (0.086 µm3 / µm2) que de bacterias vivas 
(0.076µm3 / µm2). Cabe remarcar que las bacterias muertas se localizaron 
principalmente en el área entre las espiras y en las superficies laterales del esta, 
mientras que las bacterias vivas se limitaron al área más externa de la espira, en 
el pico. 
Tras 72 horas de incubación (Figura 12B), hubo una disminución de la 
biomasa bacteriana confirmada por COMSTAT, con 0.017 µm3 / µm2 para 
bacterias vivas y 0,026 µm3 / µm2 para bacterias muertas. Sin embargo, estas 
cifras aumentaron de nuevo al llegar a las 96 horas de incubación, siendo 
nuevamente las células vivas las que predominaron sobre las muertas 
(proporción células vivas/muertas, 2,91) (cuantificación de la biomasa, 0,044 
µm3 / µm2 para bacterias vivas y 0,032 µm3 / µm2 para bacterias muertas. En este 
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momento de incubación (96 horas) la distribución bacteriana observada fue la 
misma que pudo apreciarse a las 48 horas, con microcolonias presentes en toda 
la superficie del implante, la mayoría de las bacterias muertas localizadas en el 
área entre espiras y en las zonas laterales de esta, y las bacterias vivas 
predominando en la parte más externa, en el pico de la espira (Figura 13A). 
 
Figura 12. Imágenes obtenidas por Microscopía Confocal Láser de Barrido (20x) a 48 (A; 
escala=80 µm) y 72 (B; escala=80 µm) horas de incubación de un biofilm desarrollado sobre 
superficies de implantes gracias al uso del kit de viabilidad celular LIVE/DEAD® BacLight. En 
estas imagenes fue posible diferenciar la distribución de bacterias vivas (color verde) y bacterias 
muertas (color rojo) sobre la superficie del implante de titanio (color azul) en los dos tiempos de 
incubación del biofilm. 
 
A las 120 horas de incubación, pudo apreciarse una clara disminución en 
el volumen del biofilm, encontrando un predominio de bacterias muertas 
(cuantificación de la biomasa de 0,020 µm3 / µm2) sobre las vivas (0,005 µm3 / 






Figura 13. Imágenes obtenidas por Microscopía Confocal Láser de Barrido (20x) a 96 (A; 80 µm 
) y 120 (B; escala=70 µm) horas de incubación de un biofilm desarrollado sobre superficies de 
implantes gracias al uso del kit de viabilidad celular LIVE/DEAD® BacLight. En estas imágenes 
fue posible diferenciar la distribución de bacterias vivas (color verde) y bacterias muertas (color 
rojo) sobre la superficie del implante de titanio (color azul) en los dos tiempos de incubación del 
biofilm. 
 
1.2 Análisis morfológico del biofilm por MEB 
Gracias al uso de la microscopía electrónica de barrido pudieron obtenerse 
imágenes a una alta resolución para la observación del biofilm formado sobre la 
superficie del implante de titanio a lo largo de los diferentes tiempos de 
incubación en estudio. Estas imágenes mostraron las correspondientes bacterias 
rodeadas de la característica matriz extracelular (Figuras 14-16). 
En las imágenes obtenidas tras las primeras 12 horas de incubación, 
pudieron reconocerse claramente células en forma de huso (flechas rojas, Figura 
14) y cortas cadenas de estreptococos (flechas azules, Figura 14), que sugieren a 
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F. nucleatum y S. oralis, respectivamente, rodeadas de una ligera capa de matriz 
extracelular (flechas verdes, Figura 14). 
 
 
Figura 14. Imágenes obtenidas por microscopía electrónica de barrido de biofilms de 12 horas de 
incubación [A (120x) (escala=10 µm); B (2500x) (escala=5 µm)] en las que pudieron observarse 
células que sugieren a F. nucleatum (flechas rojas) y S. oralis (flechas azules) rodeados de una 
ligera matriz extracelular (flechas verdes). 
 
A medida que el tiempo de incubación avanzó de 24 a 120 horas, las células 
que se encontraban ubicadas de manera individual comenzaron a agruparse en 
microcolonias ocurriendo al mismo tiempo que el aumento de la presencia de la 
masa celular (Figuras 15 y 16).  
Tal y como se muestra en la figura 15 con diferentes aumentos y a 
diferentes tiempos de incubación (Figura 15A-15B, 24 horas; Figura 15C, 48 
horas), las células del biofilm formado sobre la superficie del implante mostraron 
la capacidad de crear relaciones interespecie de manera que en las imágenes 
obtenidas podían apreciarse a las células en forma de huso (F. nucleatum) 
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formando redes complejas y estructuras tridimensionales con microcolonias de 
otras bacterias de diferente morfología adheridas a ellas (Figura 15). 
 
Figura 15. Imágenes obtenidas por microscopía electrónica de barrido de biofilms de 24 [A 
(5000x) (escala=400 µm); B(10000x) (escala=20 µm).] y 48 [C (1000x) (escala=10 µm)] horas 
de incubación que mostraron las relaciones interespecie entre las diferentes células que formaron 
el biofilm. 
 
Cuando el biofilm alcanzó cierto estado de madurez (desde las 72 a las 120 
horas de incubación) (Figura 16), la masa celular bacteriana, recubierta de una 
densa matriz extracelular (Figura 16, flechas verdes), cubrió la superficie del 
implante mostrando la morfología típica de microcolonias celulares formando 
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parte de grandes comunidades bacterianas y la presencia de amplios canales 
entre ellas (Figura 16, flechas rojas). 
 
Figura 16. Imágenes obtenidas por microscopía electrónica de barrido de biofilms de 72 [A 
(4000x) (escala=5 µm)], 96 [B (5000x) (escala=20 µm)] y 120 [C (10000x) (escala=10 µm] horas 
de incubación. Las flechas rojas muestran la presencia de amplios canales entre las masas 
bacterianas en crecimiento rodeadas, a su vez, por una densa matriz extracelular (flechas verdes). 
 
Llegado el máximo tiempo de incubación (120 horas), las imágenes no 
muestran diferencias en la arquitectura del biofilm (Figura 16C). 
1.3 Evaluación Cuantitativa de Bacterias por qPCR 
El análisis cuantitativo de los biofilms formados sobre la superficie del 
implante a lo largo de los diferentes tiempos de incubación en estudio mostraron 
la presencia bacteriana desde las primeras horas de incubación de manera que, 
ya a las 12 horas, las seis especies bacterianas incluidas en el estudio se detectaron 
en la superficie del implante. La figura 17 y la tabla 2 representan los recuentos, 
expresados en UFC / mL, de cada especie bacteriana de acuerdo con los diferentes 
tiempos de incubación. La Figura 18 muestra la dinámica de incorporación de las 
diferentes células bacterianas a la superficie del implante, y las diferencias 
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significativas en las cifras para cada especie bacteriana en relación con los 
diferentes tiempos de incubación. 
 
Figura 17. Box-plot de cada especie bacteriana determinada por qPCR en biofilms de 12 a 120 
horas de incubación (n=9), crecidos sobre implantes dentales, utilizando cebadores y sondas 
específicos dirigidos al gen 16S rRNA. 
 
Los resultados obtenidos en base a las diferentes especies bacterianas 
empleadas en la investigación evidenciaron la presencia de S. oralis (colonizador 
primario) en la superficie del implante desde las 12 horas, aumentando 
gradualmente en densidad hasta 120 horas y alcanzando las cifras más altas a las 
96 horas de incubación [1,4x107 UFC/mL (DE=1,4x107 UFC/mL)]. Por otro lado, 
A. naeslundii, aumentó significativamente desde el comienzo hasta las 48 horas 
[1,1x106 UFC/mL (DE=9,3x105 UFC/mL)], momento a partir del cual comenzó a 
disminuir ligeramente alcanzando a las 72 horas 3,1x105 UFC/mL (DE=2,0x105 
UFC/mL). Las cifras se mantuvieron después hasta las 120 horas [9,0x105 
UFC/mL (DE=5,4x105 UFC/mL)]. Otro colonizador temprano, V. parvula, 
también mostró un aumento significativo en sus cifras hasta las 96 horas de 
incubación [1,2x107 UFC/mL (DE=1,1x107 UFC/mL)], manteniéndose estable 




El colonizador secundario, F. nucleatum, presente ya en la superficie del 
implante con altas cifras desde las 12 horas de incubación [6,8x106 UFC/mL 
(DE=4,2x106 UFC/mL)], alcanzó su máxima densidad a las 96 horas [1,0x107 
UFC/mL (DE=8,4x106 UFC/mL)]. A partir de este punto, y durante el resto del 
proceso de incubación, se mantuvo estable [120 horas, 9,7x106 UFC/mL 



















S. oralis 12 5,2x106(4,7x106) 1,5x106 8,8x106 
 24 6,5x106(3,4x106) 3,8x106 9,1x106 
 48 1,3x107(1,2x107) 3,8x106 2,3x107 
 72 1,0x107(8,4x106) 3,7x106 1,7x107 
 96 1,4x107(1,4x107) 3,9x106 2,5x107 
 120 5,4x106(5,3x106) 1,3x106 9,5x106 
V. parvula 12 9,4x104(8,0x104) 3,3x104 1,5x105 
 24 3,3x106(1,1x106) 2,4x106 4,1x106 
 48 4,4x106(2,6x106) 2,5x106 6,4x106 
 72 3,9x106(2,1x106) 1,7x106 4,9x106 
 96 1,2x107(1,1x107) 3,8x106 2,1x107 
 120 7,8x106(2,6x106) 5,8x106 9,8x106 
A. naeslundii 12 3,2x105(1,8x105) 1,8x105 4,7x105 
 24 3,6x105(3,3x105) 1,1x105 6,1x105 
 48 1,1x106(9,3x105) 4,3x105 1,9x106 
 72 3,1x105(2,0x105) 1,5x105 4,7x105 
 96 7,0x105(6,5x105) 2,0x105 1,2x106 
 120 9,0x105(5,4x105) 4,9x105 1,3x106 
F. nucleatum 12 6,8x106(4,2x106) 3,5x106 1,0x107 
 24 7,0x106(5,0x106) 3,1x106 1,1x107 
 48 3,0x106(2,0x106) 1,4x106 4,5x106 
 72 3,2x106(2,1x106) 1,6x106 4,8x106 
 96 1,0x107(8,4x106) 3,8x106 1,7x107 
 120 9,7x106(1,0x107) 1,6x106 1,8x107 
P. gingivalis 12 2,2x105(8,4x104) 1,5x105 2,8x105 
 24 2,4x105(8,9x104) 1,7x105 3,1x105 
 48 3,0x105(3,5x105) 2,6x104 5,7x105 
 72 2,3x106(2,3x106) 5,3x105 4,1x106 
 96 2,0x107(1,1x107) 1,1x107 2,8x107 
 120 7,6x106(5,5x106) 3,4x106 1,2x107 
A. actinomycetemcomitans 12 2,9x107(1,6x107) 1,6x107 4,2x107 
 24 8,1x107(7,6x107) 2,8x107 1,4x108 
 48 2,8x107(1,2x107) 1,9x107 3,8x107 
 72 1,5x107(1,3x107) 5,1x106 2,5x107 
 96 6,1x107(3,2x107) 3,6x107 8,6x107 
 120 5,5x107(3,6x107) 2,7x107 8,3x107 
Tabla 2. Concentraciones bacterianas [Unidades formadoras de colonias (UFC) / mL] 
determinadas por reacción en cadena de la polimerasa cuantitativa (qPCR) en biofilms de 12 a 
120 h en implantes dentales de titanio (n = 9), utilizando cebadores y sondas específicos dirigidos 
al gen 16S rRNA.
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Los colonizadores tardíos también se detectaron en el biofilm desde las 12 
horas de incubación. Los resultados mostraron que P. gingivalis sufrió un 
aumento en su concentración desde las 12 a las 96 horas, momento en el cual 
alcanzó su cifra máxima [2,0x107 UFC/mL (DE=1,1x107 UFC/mL)] (Tabla 2) 
(Figura 18); A. actinomycetemcomitans, presente en el biofilm desde las 12 horas 
con cifras relativamente altas, mostró dos picos en su concentración obteniendo 
los valores más altos a las 24 y 96 horas de incubación [8,1x107 UFC/mL 
(DE=7,6x107 UFC/mL) y 6,1x107 UFC/mL (DE=3,2x107 UFC/mL), 
respectivamente] (Tabla 2) (Figura 18). 
 
Figura 18. Cinética de incorporación de las seis especies bacterianas [log de unidades formadoras 
de colonias (UFC) / mL] en el biofilm sobre implantes dentales, obtenida por reacción en cadena 
de la polimerasa cuantitativa (qPCR) de biofilms de 12 a 120 horas de incubación, utilizando 




La tabla 3 muestra los resultados del estudio de reproducibilidad que 
compara estos resultados con los obtenidos al desarrollar sobre discos el mismo 
modelo de biofilm multiespecie validado con anterioridad (Sanchez et al., 2014). 
Aunque los coeficientes de variación fueron altos, los porcentajes fueron 
similares en los resultados de ambas investigaciones. Los porcentajes más altos 
se detectaron en las especies V. parvula y A. naeslundii y los menores en P. 
gingivalis y A. actinomycetemcomitans. 
 
 Material del dispositivo empleado 
Bacteria D HA D Ti D Zn Imp 
S. oralis 82,1 36,5 44,9 71,1 
V. parvula 145,9 92,9 83,9 156,3 
A. naeslundii 158,3 66,8 81,6 152,4 
F. nucleatum 151,2 75,7 86,3 90,9 
P. gingivalis 36,3 43,6 57,7 65,5 
A. actinomycetemcomitans 1,9 99,1 37,3 63,1 
Tabla 3. Coeficiente de variación (CV, %) de los valores obtenidos en implantes dentales en su 
forma comercial (Imp) (n=18) y discos de hidroxiapatita o (D HA) (n=3), discos de titanio (D Ti) 
(n=3), discos de zirconio (D Zn) (n=3) (Sanchez et al., 2014)para cada bacteria empleada en el 
modelo. 
 
1.5 Formación de biofilms sobre implantes soportados 
Las figuras 19 y 20 representan imágenes obtenidas por MEB del biofilm 
desarrollado sobre implantes de titanio anclados en soportes de metacrilato tanto 
de la mitad coronal no insertada libre de soporte (Figura 19), como de la mitad 
apical insertada en el soporte (Figura 20). Tras las 96 horas de incubación del 
biofilm, los implantes anclados sobre los soportes de metacrilato presentaron 
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masa bacteriana sobre la superficie de la zona no incluida en el soporte (Figura 
19A). En la parte más externa de la espira (Figura 19B), la masa observada era 
extremadamente densa con diferentes morfologías bacterianas como cocos 
(representativas de S. oralis) y células en forma de huso (representativas de F. 
nucleatum). En el área localizada entre espiras, pudieron apreciarse a las células 
bacterianas en forma de huso (íntimamente asociadas a F. nucleatum) asociadas 
en comunidades y rodeadas por una densa matriz extracelular (Figura 19C). En 
comparación con la parte más externa de la espira, las microcolonias del área 
localizada entre espiras se observaron más dispersas sobre la superficie, es decir, 
con más separación entre ellas. 
 
Figura 19. Imágenes obtenidas por microscopía electrónica de barrido de biofilms de 96 horas de 
incubación sobre implantes anclados en soportes de metacrilato de la zona del implante que 
quedó expuesta. La imagen A [(150x) (escala=300 µm)] mostró la densa masa celular bacteriana 
rodeada de la matriz extracelular sobre la superficie expuesta del implante durante el periodo de 
incubación. En la imagen B [(1500x) (escala=30 µm], se analizó la parte más externa de la espira 
del implante mientras que la imagen C (3000x) (escala=10 µm] corresponde al área localizada 
entre espiras. 
Aunque las células bacterianas fueron capaces de colonizar el área del 
implante anclada en el dispositivo (Figura 20), el biofilm desarrollado era menos 
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denso, mostrando colonias bacterianas muy dispersas, en su mayoría formadas 
por células representativas de F. nucleatum y rodeadas por una delgada matriz 
extracelular (Figura 20B, C). 
 
Figura 20. Imágenes obtenidas por microscopía electrónica de barrido de biofilms de 96 horas de 
incubación sobre implantes anclados en soportes de metacrilato de la zona del implante 
introducida en el metacrilato. La imagen B [(160x) (escala=300 µm)], confirmó la presencia 
bacteriana en la superficie del implante que se mantuvo introducida en el soporte durante las 96 
horas de incubación. Sin embargo, las imágenes A (1200x) (escala=40 µm], y C [(2000x) 
(escala=20 µm)] mostraron como, a pesar de darse colonización bacteriana, el biofilm formado 




2 Fase II: Estudio in vitro de las diferencias en la formación del biofilm 
sobre implantes dentales con diferentes microtopografías de superficie 
2.1 Análisis por CLSM de la biomasa y viabilidad del biofilm 
En las figuras 21 y 22 se pueden ver representados sobre las dos 
microtopografías de superficie de implantes dentales en estudio (rugosidad 
mínima y rugosidad moderada, respectivamente) biofilms de 96 horas de 
incubación, observándose una distribución heterogénea de las colonias a lo largo 
de la superficie del implante. 
En los implantes de superficie de rugosidad mínima, las imágenes 
obtenidas por CLSM mostraron las células bacterianas agrupadas en 
microcolonias, con un alto predominio de bacterias vivas frente a muertas 
[proporción bacterias vivas / muertas de 5,41 (DE=2,95)] (Figura 21, con 
bacterias vivas en color verde y muertas en color rojo). A pesar de que se 
encontraron células bacterianas repartidas por toda la superficie del implante, se 
pudo evidenciar una preferencia de las microcolonias por colonizar el pico de la 
espira y las superficies laterales de las espiras, apareciendo las zonas entre espiras 







Figura 21. Imágenes obtenidas por microscopía láser confocal de barrido (20x) de biofilms 
incubados durante 96 horas sobre superficies de implantes de rugosidad mínima (Sa≃0.5-1µ) 
teñidos gracias al uso del kit de viabilidad celular LIVE/DEAD® BacLight. Se diferencian las 
bacterias vivas (verde), bacterias muertas (rojo) y la superficie del implante (en azul por su propia 
fluorescencia). Las imágenes mostraron bacterias agrupadas en microcolonias con un predominio 
de las bacterias vivas sobre las muertas y localizadas en su mayoría en el pico y en las paredes 
laterales de la espira, quedando la zona localizada entre espiras prácticamente libre de bacterias. 
 
En los implantes de superficie de rugosidad moderada, los biofilms 
también mostraron un predominio de bacterias vivas en relación a las muertas 
[proporción de células vivas / muertas de 7,44 (DE = 2,97)] con una distribución 
similar de las microcolonias bacterianas, con bacterias diseminadas en toda la 
superficie del implante pero concentrándose principalmente en las superficies de 
los picos y laterales de las espiras del implante, mientras la acumulación fue 






Figura 22. Imágenes obtenidas por microscopía láser confocal de barrido (20x) de biofilms 
incubados durante 96 horas sobre superficies de implantes de rugosidad moderada (Sa≃1-2µ) 
teñidos gracias al uso del kit de viabilidad celular LIVE/DEAD® BacLight. Se diferencian las 
bacterias vivas (verde), bacterias muertas (rojo) y la superficie del implante (en azul por su propia 
fluorescencia). Las imágenes mostraron bacterias agrupadas en microcolonias predominando las 
bacterias vivas sobre las muertas, localizadas en su mayoría en el pico y en las paredes laterales 
de la espira, quedando la zona entre espiras prácticamente libre de bacterias. 
 
La cuantificación de la biomasa mostró un mayor recuento en la superficie 
de rugosidad moderada [0,015 µm3 / µm2 (DE = 0,002 µm3 / µm2)] que en la 
superficie de rugosidad mínima [0,028 µm3 / µm2 (DE = 0,022 µm3 / µm2)]. 
2.2 Análisis morfológico del biofilm por MEB 
Durante el análisis de las imágenes de alta resolución obtenidas por 
microscopía electrónica de barrido tras el periodo de incubación de 96 horas, 
pudo reconocerse la presencia de un biofilm maduro en las dos microtopografías 
de superficie en estudio (Figuras 23 y 24). 
En los implantes de superficie de rugosidad mínima( Figura 23) las células 
se identificaron organizadas en grandes cúmulos bacterianos con presencia de 
anchos canales anchos entre ellos (Figura 23B, flechas rojas). En las imágenes, 
pudieron reconocerse células en forma de huso, que sugerían a F. nucleatum, 
formando estructuras tridimensionales con cortas cadenas de estreptococos 
adheridas (reconocidas como S. oralis) (Figura 23, flechas azules). Pudo 
observarse también cómo la superficie del implante se encontraba totalmente 




Figura 23. Imágenes obtenidas por microscopía láser de barrido de biofilms de 96 horas de 
incubación sobre superficies de implantes de rugosidad mínima (Sa≃0.5-1µ) [A (4000x) 
(escala=10 µm); B (500x) (escala=20 µm)]. 
 
Sobre los implantes de superficie de rugosidad moderada, las imágenes 
mostraron biofilms de similares características estructurales (Figura 24), 
observándose una densa matriz extracelular (Figura 24, flechas verdes). 
cubriendo la superficie completa del implante, con bacterias organizadas en 
cúmulos de células entre amplios canales (Figura 24B, flecha roja). De igual 
manera, aparecieron células en forma de huso con cortas cadenas de 
estreptococos adheridas, todas ellas agrupadas en colonias formando redes 
complejas (Figura 24A, flecha azul). 
 
Figura 24. Imágenes obtenidas por microscopía láser de barrido de biofilms de 96 horas de 
incubación sobre superficies de implantes de rugosidad moderada (Sa≃1-2μ) [A (800x) (escala 
10=μm); B (800x) (escala=70 μm)]. 
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Cabe señalar la peculiaridad de encontrar células bacterianas dentro de los 
grandes poros característicos que confieren de mayor rugosidad a la superficie de 
rugosidad moderada, a diferencia de la superficie mínimamente rugosa, donde 
no existen tales poros y las bacterias se depositaron de manera más uniforme 
(Figura 25, flechas amarillas). 
 
Figura 25. Imagen obtenida por microscopía láser de barrido de biofilm de 96 horas de incubación 
sobre superficie de implante de rugosidad moderada (Sa≃1-2µ) (1500x) (escala=30 µm). Pueden 
observarse células bacterianas introducidas en los poros que dotan de rugosidad a esta superficie 
(flechas amarillas). 
 
2.3  Evaluación Cuantitativa de Bacterias por qPCR 
Tras las 96 horas de incubación estipuladas (96 horas), pudieron 
detectarse las seis especies bacterianas utilizadas en el modelo de biofilm sobre 
las dos superficies en estudio: superficies de rugosidad mínima y superficie de 
rugosidad moderada. La tabla 4 muestra la cuantificación de cada especie 
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bacteriana sobre los dos tipos de superficie con medias, DE, diferencias de 
medias, límites de confianza y significación estadística; la figura 26 muestra la 
distribución de los datos de las cantidades relativas de las diferentes bacterias en 
cada tipo de implante. 
Los biofilms formados sobre la microtopografía de rugosidad moderada y 
mínima no mostraron diferencias significativas en el número (UFC / mL) de los 
colonizadores iniciales S. oralis y A. naeslundii, así como tampoco para el 
colonizador precoz V. parvula (p> 0,05) (Tabla 4; Figura 26). 
Fusobacterium nucleatum fue detectado en los biofilms formados sobre 
ambas superficies de implantes en estudio, mostrando una concentración 
significativamente menor en los implantes de superficie de rugosidad mínima en 
comparación con los implantes de superficie de rugosidad moderada [4,88x106 
UFC/mL (DE=3,64x106 UFC/mL) frente a 9,31x106 UFC/mL (DE=3,08x106 
UFC/mL); p=0,013]. 
Por otro lado, mientras que el colonizador tardío P. gingivalis se detectó 
en los biofilms de ambas superficies con concentraciones similares (p=0,564) 
(Tabla 4; Figura 26), A. actinomycetemcomitans mostró diferencias 
significativas en las concentraciones obtenidas entre las dos superficies, con una 
concentración significativamente mayor en los implantes de superficie de 
rugosidad moderada [5,57x107 UFC/mL (DE=1,59x107 UFC/mL)] en 
comparación con los implantes de superficie de rugosidad mínima [3,02x107 






























































S. oralis (UFC/mL) 
Moderada 2,66x107 1,18x107 
-1,77x106 -1,46x107 1,11x107 0,775 
Mínima 2,84x107 1,39x107 
A. naeslundii (UFC/mL) 
Moderada 3,13x105 1,04x105 
4,86x104 -9,87x104 1,96x105 0,495 
Mínima 2,65x105 1,81x105 
V. parvula (UFC/mL) 
Moderada 1,99x107 7,51x106 
-4,16x106 -2,08x107 1,25x107 0,586 
Mínima 2,40x107 2,12x107 
F. nucleatum (UFC/mL) 
Moderada 9,31x106 3,08x106 
4,43x106 1,06x106 7,80x106 0,013 
Mínima 4,88x106 3,64x106 
P. gingivalis (UFC/mL) 
Moderada 1,43x107 3,70x106 
1,99x106 -5,19x106 9,18x106 0,564 
Mínima 1,23x107 9,47x106 
A. actinomycetemcomitans 
(UFC/mL) 
Moderada 5,57x107 1,59x107 
2,55x107 1,07x107 4,04x107 0,002 
Mínima 3,02x107 1,37x107 
Bacterias totales 
Moderada 1,26x108 2,38x107 
2,61x107 1,91x106 5,02x107 0,036 
Mínima 1,00x108 2,45x107 
Tabla 4. Comparación del efecto de la rugosidad de superficie (rugosidad mínima y rugosidad 
moderada) de implantes dentales sobre la concentración de las seis especies bacterianas y 
bacterias totales expresadas en UFC/mL. 
 
Teniendo en cuenta la cantidad total de bacterias acumuladas en ambas 
microtopografías de superficie de los implantes en estudio (obtenida por la suma 
de cada bacteria individual en cada una de las dos rugosidades), pudo observarse 
que la superficie de rugosidad moderada acumuló un número significativamente 
mayor de bacterias [(1,26x1o8 UFC/mL (DE=2,38x107 UFC/mL)] que la 
superficie de rugosidad mínima [1,00x108 UFC/mL (DE=2,45x107 UFC/mL)] 




Figura 26. Distribución de datos después del análisis estadístico del número de bacterias 
expresadas como UFC/mL en implantes dentales con diferente rugosidad de superficie, superficie 
de rugosidad mínima (n=9) y superficie de rugosidad moderada (n=9), obtenida por qPCR a 
partir de biofilms de 96 horas de incubación, utilizando cebadores y sondas específicos dirigidos 
al gen 16S rRNA. Se encontraron diferencias estadísticamente significativas entre ambas 
superficies para las bacterias F. nucleatum y A. actinomycetemcomitans (*, p <0,05).
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La investigación llevada a cabo en la presente tesis doctoral ha permitido 
el estudio del impacto de la superficie de implantes dentales de titanio sobre el 
biofilm subgingival gracias al análisis del comportamiento de un modelo in vitro 
de biofilm multiespecie formado sobre superficies de implantes dentales en su 
forma comercial con su macro y microestructuras, describiendo la dinámica de 
formación, estructura y disposición de las células bacterianas, así como la 
evaluación de las consecuencias tanto cuantitativas como cualitativas del grado 
de rugosidad superficial en la acumulación bacteriana. 
1 Influencia de la macro y microtopografía del implante en la estructura, 
morfología y dinámica del biofilm oral 
En la primera fase de investigación de las dos que constituyen la presente 
tesis doctoral se ha llevado a cabo el estudio del posible impacto que ejercen la 
macro y microestructura superficiales del implante dental de titanio sobre la 
formación del biofilm subgingival. Con este fin, se escogió la utilización de un 
modelo in vitro de biofilm oral multiespecie que permitió la evaluación de su 
dinámica de formación y de su maduración sobre la superficie de implantes de 
titanio en su forma comercial usando para ello medio de cultivo BHI modificado. 
Este medio de cultivo es uno de los factores clave en el desarrollo in vitro del 
biofilm ya que influye fuertemente en la agregación y co-agregación bacterianas. 
Se trata de un medio de cultivo complejo con una alta proporción de proteínas, 
que reproduce el carbono y las fuentes de energía disponibles para las bacterias 
dentro de la cavidad oral (Sanchez et al., 2011). 
Los resultados obtenidos mostraron la colonización de la superficie del 
implante por parte de las seis especies bacterianas empleadas en el modelo in 
vitro de biofilm oral en un corto período de tiempo encontrándose todas ellas 
presentes desde las 12 horas; a medida que el tiempo de incubación aumentó, su 
disposición y estructura evolucionaron dando lugar a un biofilm maduro y bien 
estructurado. Dependiendo de la ubicación sobre la superficie del implante, este 
biofilm mostró diferentes proporciones en la viabilidad bacteriana, albergando 
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más bacterias vivas en los picos de las espiras y más bacterias muertas en las 
superficies localizadas entre espiras, es decir, en los valles. 
En la actualidad, las investigaciones llevadas a cabo con implantes 
dentales completos, es decir, en su forma comercial, para el estudio de la 
dinámica de formación del biofilm oral y de la estructura de la colonización 
microbiana son realmente escasas. Schmidt y colaboradores utilizaron implantes 
dentales completos en el seno de su investigación, sin embargo, el objetivo de la 
misma no fue el de analizar su influencia sobre la formación del biofilm, sino que 
los autores buscaban el estudio de la eficacia in vitro de diferentes modalidades 
de desbridamiento mecánico en la formación del biofilm en el cuello del implante 
(Schmidt et al., 2017). Por otro lado, si bien ya se ha estudiado la adhesión in vitro 
de bacterias comensales y patógenas a implantes dentales completos de titanio 
en su forma comercial (Di Giulio et al., 2016, Narendrakumar et al., 2015) las 
especies bacterianas empleadas, sin embargo, se analizaron de forma 
independiente como un biofilm monoespecie, obviando las relaciones 
interespecie y las asociaciones bacterianas en el seno del biofilm. 
La comparación tanto cuantitativa como cualitativa del biofilm analizado 
en la presente tesis doctoral con investigaciones previas que evalúan la formación 
de biofilms en superficies de implantes es, por tanto, difícil, ya que la mayor parte 
de los estudios llevados a cabo en la misma línea de investigación han utilizado 
muestras de implantes dentales que contenían la superficie de titanio en estudio, 
como pueden ser discos, pero que no presentaban la macroestructura típica de 
un implante en su forma comercial, con sus espiras, picos y valles (Guggenheim 
et al., 2001a, Lin et al., 2013, Narendrakumar et al., 2015, Park et al., 2014, Rath 
et al., 2017, Roehling et al., 2017, Sanchez et al., 2014, Schmidlin et al., 2013, 
Violant et al., 2014).  
El estudio cualitativo de los biofilms gracias al uso de microscopía confocal 
o CLSM reveló que los biofilms desarrollados en las primeras horas de incubación 
no cubrían uniformemente la superficie total del implante, sino que más bien las 
células bacterianas aparecieron dispersas adheridas a lo largo de toda la 
superficie del implante organizadas como agregados multicelulares. Estos 
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resultados son comparables con los obtenidos en estudios previos sobre muestras 
de discos en los que, en las primeras horas de incubación, puede apreciarse como 
las bacterias se encuentran agrupadas formando pequeños agregados 
multicelulares (Sanchez et al., 2014, Al-Ahmad et al., 2013). Cabe remarcar que, 
con el paso de las horas, a medida que el tiempo de incubación avanzaba y el 
biofilm se conformaba y maduraba (96 horas), la mayoría de las bacterias vivas 
se encontraron presentes en el pico de la espira y que la parte más profunda del 
área que se forma entre ellas, es decir, el valle, acumuló mayores cantidades de 
bacterias muertas, reflejando posiblemente la menor disponibilidad de 
nutrientes en esta zona menos accesible. Además, podría afirmarse que las altas 
fluctuaciones en la proporción de bacterias vivas con respecto a las bacterias 
muertas durante el transcurso de los diferentes tiempos de incubación 
probablemente reflejan la capacidad de las células vivas para obtener nutrición 
de las células bacterianas muertas. 
Otros estudios sobre la morfología del biofilm en superficies de implantes 
llevados a cabo en dispositivos en forma de discos, mostraron diferencias con 
respecto a los resultados obtenidos sobre superficies de implantes en su forma 
comercial. Sánchez et al. en su estudio sobre la formación del biofilm en discos 
de titanio y zirconio empleando el mismo inóculo bacteriano multiespecie 
(Sanchez et al., 2014), observaron que los biofilms resultantes formaron una 
masa densa continua, que cubrió toda la superficie de los dispositivos utilizados. 
Burgers (Burgers et al., 2010) en su estudio morfológico de la formación de 
biofilms in vivo e in vitro en dos superficies diferentes de implantes de titanio 
también advirtió una capa bacteriana similar a Sánchez, homogénea y continua, 
que cubría toda la superficie de los discos de titanio. 
Gracias al uso de MEB, pudo evaluarse la morfología tridimensional del 
biofilm. Analizando las imágenes obtenidas se observó como, a medida que el 
biofilm maduraba con el paso de las horas de incubación, las comunidades 
microbianas comenzaban a unirse formando cúmulos bacterianos que quedaban 
recubiertos por la matriz extracelular, entre los que aparecieron amplios canales 
de comunicación intercalados. Una estructura similar ha sido descrita por otros 
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autores que estudian la formación de biofilms en diferentes superficies de 
implantes (Sanchez et al., 2014). Estos estudios mostraron una capa gruesa de 
biofilm recubriendo toda la superficie de los discos de titanio con microcolonias 
aglomeradas en grandes cúmulos bacterianos y amplios canales de comunicación 
entre ellos. Estos resultados sugieren que la morfología y organización del biofilm 
puede depender más de las características de la microtopografía de la superficie 
de los implantes que de la macrotopografía de este. En algunas imágenes 
obtenidas (Figura 16), pudo observarse como la matriz extracelular parecía 
debilitada y a cierta distancia de las células bacterianas, lo que podría deberse al 
tratamiento de las muestras que requiere el análisis por microscopía electrónica 
de barrido. El procesado de las muestras incluye un paso de deshidratación a 
través de una serie de soluciones de etanol graduadas, que puede afectar a la 
composición y el grosor de los exopolisacáridos que forman parte de la membrana 
extracelular ya que el agua es uno de sus componentes principales. En 
investigaciones previas realizadas por el grupo de investigación ETEP de la UCM 
en las que se utilizó la técnica de microscopía electrónica de barrido a baja 
temperatura (LT-SEM, por sus siglas en inglés, Low Temperature Scanning 
Electron Microscopy) para el estudio de la misma composición bacteriana en un 
modelo de biofilm in vitro, la estructura del biofilm y la relación entre las células 
bacterianas y la matriz extracelular de polisacáridos no se vieron afectadas 
(Sanchez et al., 2014). Estas discrepancias, por lo tanto, pueden explicarse por el 
uso de MEB a temperatura ambiente, con una menor conservación de la muestra, 
en comparación con LT-SEM, ya que en esta última técnica las muestras 
congeladas e hidratadas retienen la mayor parte de su agua, se inmovilizan y 
estabilizan rápidamente con criofijación, y no están expuestas a modificaciones 
químicas o extracción con solventes. 
La disposición del biofilm en la superficie del implante observada por MEB 
fue confirmada por la técnica de CLSM, donde las colonias aparecen a lo largo de 
toda la superficie del implante como agregados multicelulares. A pesar de que la 
estructura observada en el biofilm desarrollado (microcolonias apiladas en 
cúmulos bacterianos, matriz extracelular y canales de comunicación) no varía en 
función de la macroestructura de la superficie colonizada (implante en su forma 
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comercial, disco, etc.)(Sanchez et al., 2014), la disposición sobre la superficie sí 
difiere, lo cual indica que el biofilm sí puede verse afectado por la 
macroestructura típica del implante dental. 
La dinámica de formación de los biofilms analizada por qPCR, mostró que 
las seis especies bacterianas empleadas en el modelo de biofilm oral empleado 
para la investigación se encontraban incorporadas al biofilm desde las primeras 
12 horas de incubación, datos ya confirmados previamente por otros autores con 
investigaciones tanto in vitro e in vivo. Schmidlin y colaboradores, utilizando un 
modelo de biofilm multiespecie in vitro observó que la adhesión bacteriana a la 
superficie de titanio se daba desde incluso los 20 minutos de incubación 
(Schmidlin et al., 2013). Del mismo modo, Guggenheim y colaboradores 
utilizando un modelo de biofilm oral in vitro compuesto por A. naeslundii, 
Veillonella dispar, F. nucleatum, Streptococcus sobrinus y S. oralis, detectaron 
cada una de las especies bacterianas empleadas, incorporadas al biofilm tan sólo 
15 minutos después de la inoculación (Guggenheim et al., 2001b).  
Estos resultados cuantitativos obtenidos a través del recuento bacteriano 
mostraron las mayores concentraciones bacterianas a las 96 horas de incubación. 
En este momento (96 horas) el biofilm mostró una alta reproducibilidad, en 
comparación con el modelo de biofilm previamente publicado desarrollado en 
discos de titanio, zirconio o hidroxiapatita (Sanchez et al., 2014) (Tabla 3). Los 
altos valores de los coeficientes de variación mostrados en la correspondiente 
tabla podrían quedar explicados por la complejidad que ofrece un biofilm vivo 
(Sanchez et al., 2011, Socransky et al., 1998). 
El presente estudio mostró que los colonizadores secundarios (F. 
nucleatum) y tardíos (A. actinomycetemcomitans y P. gingivalis) ya estaban 
presentes desde las primeras 12 horas de incubación en altas concentraciones. 
Resultados similares fueron obtenidos por otras investigaciones in vivo (Furst et 
al., 2007) quienes encontraron una colonización bacteriana de la superficie del 
implante 30 minutos después de la colocación de este, permaneciendo la misma 
carga bacteriana durante la primera semana. A partir de los primeros 7 días, esta 
carga bacteriana comienza a aumentar significativamente con el tiempo y, a los 
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12 meses, parece ser significativamente mayor en comparación con el momento 
de la implantación (Salvi et al., 2008). 
Por otro lado, durante la primera fase de la investigación de la presente 
tesis doctoral, se valoró la posibilidad de usar un anclaje de metacrilato para 
permitir el soporte de los implantes exponiendo sólo el tercio coronal del 
implante con el fin de simular las condiciones in vivo de la cavidad oral donde las 
superficies expuestas del implante son las colonizadas por bacterias (Schwarz et 
al., 2007, Valente and Andreana, 2016, Zhang et al., 2014). Con este diseño, se 
observó que la topografía de superficie expuesta del implante fue colonizada por 
un biofilm maduro con características morfológicas y dinámicas similares a las 
de un biofilm maduro in vivo. Sin embargo, aunque existió acceso de las bacterias 
hasta la zona más apical del implante, incluida en el soporte, el biofilm formado 
era desestructurado y menos denso. Estos resultados plantean la necesidad de 
dirigir futuras investigaciones in vitro sobre biofilm formado alrededor de 
implantes en su forma comercial anclados en dispositivos por sus similitudes con 
la situación in vivo, antes de dar el paso a la investigación clínica, más compleja 
metodológica y económicamente. 
2 Influencia cuantitativa y cualitativa de la rugosidad superficial del 
implante dental en un biofilm maduro  
La segunda fase de investigación de la presente tesis doctoral se dirigió al 
estudio del impacto cuantitativo y cualitativo de la microtopografía superficial de 
implantes dentales de titanio en el biofilm subgingival mediante el análisis de la 
formación de un modelo in vitro de biofilm multiespecie de 96 horas de 
incubación sobre superficies de implantes en su forma comercial con dos 
microtopografías de superficie diferentes. 
Los resultados obtenidos mostraron que, mientras cualitativamente los 
biofilms multiespecie crecieron en ambas superficies sin mostrar diferencias 
significativas al evaluarse por microscopía (CLSM y MEB), cuantitativamente sí 
se observaron diferencias. La cuantificación de la biomasa por CLSM permitió 
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registrar una mayor cantidad de bacterias en los implantes de rugosidad 
moderada cuando se compararon con los de mínima rugosidad (0,028 frente a 
0,015 µm3/µm2, respectivamente). Gracias al recuento bacteriano mediante 
qPCR, pudo comprobarse un número significativamente mayor en las 
concentraciones de bacterias totales de una manera general, y en las 
concentraciones de F. nucleatum y A. actinomycetemcomitans de manera más 
específica, en los implantes de rugosidad moderada en comparación con los 
implantes de rugosidad mínima.  
La evaluación mediante CLSM reveló biofilms que consistían en 
microcolonias formadas mayoritariamente por bacterias vivas que se 
encontraban principalmente localizadas en las superficies laterales y los picos de 
las espiras de los implantes, quedando depósitos bacterianos mínimos en las 
áreas localizadas entre espiras, es decir, en los valles. En contraste con los 
resultados obtenidos, Matos y colaboradores (Matos et al., 2017) también 
utilizando CLSM para el análisis de un modelo de biofilm in vitro multiespecie 
compuesto de tres especies bacterianas sobre superficies de Ti, no encontraron 
ningún impacto de las diferentes superficies en la distribución de las 
microcolonias. En la misma línea de Matos, los patrones de CLSM descritos por 
Sánchez y colaboradores (Sanchez et al., 2014) en discos de titanio, describieron 
microcolonias bacterianas diseminadas por toda la superficie del disco, con 
diferencias mínimas en la deposición y distribución bacteriana cuando se 
compararon diferentes superficies de implantes. La distribución observada de las 
microcolonias en ambas microtopografías de superficie ya fue percibida 
previamente en la fase I del estudio en la que los dispositivos utilizados para el 
estudio del biofilm fueron implantes completos en su forma comercial. Por ello, 
es posible considerar que las características que definen a los biofilms 
identificados en esta investigación al comparar diferentes microtopografías de 
superficie en implantes en su forma comercial representen un modelo más 
cercano a la realidad clínica que cuando las muestras empleadas en los estudios 
son muestras que obvian la macro y microestructura de los implantes dentales, 
es decir, discos. 
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Mediante el uso de MEB pudieron advertirse biofilms maduros en ambas 
superficies (rugosidad moderada y rugosidad mínima). La estructura de estos 
biofilms mostró células dispuestas en grandes comunidades bacterianas que, a su 
vez, se organizaron formando cúmulos de bacterias entre los que se abrían paso 
amplios canales de comunicación, todo ello rodeado de una gruesa matriz 
extracelular que cubría toda la superficie del implante. Una estructura 
morfológica similar ha sido observada en estudios previos dirigidos a la 
evaluación de la formación de biofilms sobre muestras de discos de Ti (Sanchez 
et al., 2014, Cavalcanti et al., 2016) sin tampoco encontrar diferencias 
estructurales en el biofilm cuando se compararon discos de Ti con diferentes 
microtopografías de superficie (Ferreira Ribeiro et al., 2016, Di Giulio et al., 2016, 
Scarano et al., 2004, Schmidlin et al., 2013, Pita et al., 2015).  
Por otro lado, la utilización de MEB permitió también la puesta en 
evidencia de presencia bacteriana dentro de los poros superficiales, responsables 
de dotar de rugosidad a las diferentes superficies, en las muestras de implantes 
de rugosidad moderada, debido a que éstos presentan un mayor diámetro cuando 
se comparan con las superficies de mínima rugosidad. Resultados similares en la 
disposición de las células bacterianas del biofilm fueron obtenidos por Ferreira y 
colaboradores en su evaluación de la adhesión inicial bacteriana en discos de Ti 
con diferentes microtopografías de superficie (Ferreira Ribeiro et al., 2016). Los 
autores también observaron la presencia de bacterias dentro de los poros en las 
superficies de rugosidad moderada. Este hallazgo puede tener implicaciones no 
sólo en promover la acumulación de un mayor número de bacterias, sino también 
en aumentar, probablemente, la dificultad en su eliminación. 
Los resultados cuantitativos obtenidos tanto por CLSM como por qPCR de 
la biomasa y de la concentración de bacterias totales respectivamente, dieron 
como resultado mayores cifras en implantes de superficie de rugosidad moderada 
cuando se compararon con los implantes de rugosidad mínima. Estos resultados 
confirman los obtenidos en estudios previos realizados por Bevilacqua y 
colaboradores (Bevilacqua et al., 2018) y Drago y colaboradores (Drago et al., 
2016) en términos de biomasa y por Burgers y colaboradores (Burgers et al., 
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2010) en términos de concentraciones bacterianas, lo que apoya la hipótesis de 
que las superficies de rugosidad moderada acumulan mayor cantidad de 
bacterias. Diferentes estudios in vivo dirigidos a analizar el impacto de las 
características de superficie de implantes dentales sobre los parámetros clínicos, 
apoyan también esta hipótesis y, por tanto, los resultados obtenidos (Xing et al., 
2015, de Melo et al., 2017, Zhao et al., 2014). 
Igualmente, en el análisis de las concentraciones bacterianas de una 
manera más específica, es decir, en la obtención de la concentración de cada una 
de las bacterias empleadas en el modelo de biofilm, los resultados obtenidos en 
la presente investigación mostraron concentraciones significativamente más 
altas de F. nucleatum y A. actinomycetemcomitans en la superficie de rugosidad 
moderada en comparación con los implantes de rugosidad mínima. Estos datos 
apoyan estudios precedentes con resultados similares afirmando que las 
superficies más rugosas no sólo acumulaban más bacterias sino que, además, se 
trataba de biofilms más patógenos en su composición (Subramani et al., 2009). 
De hecho, De Melo y colaboradores (de Melo et al., 2017), en un estudio in vivo 
sobre colonización bacteriana de superficies de implantes de Ti, no encontraron 
diferencias cuantitativas en el número de bacterias totales, pero sí encontraron 
diferencias en los recuentos de las bacterias más patógenas encontrando mayores 
cifras en las superficies de mayor rugosidad.  
Existe cierta controversia en la literatura sobre el momento justo en el 
desarrollo del biofilm en el cual la rugosidad de la superficie podría tener un 
mayor impacto (adhesión, crecimiento o maduración). Ciertos estudios han 
señalado una mayor influencia en las primeras etapas (Dal Agnol et al., 2015, Al-
Ahmad et al., 2010, Frojd et al., 2011, Lin et al., 2013), mientras que otros han 
demostrado un mayor impacto de las superficies más rugosas con cantidades 
crecientes de bacterias a medida que los biofilms se desarrollan y se vuelven 
maduros (John et al., 2015, Al-Ahmad et al., 2016). Esta disparidad evidencia la 
necesidad de estudios adicionales para identificar el punto crítico en el desarrollo 
del biofilm en el que la microtopografía de superficie puede tener un mayor 
impacto sobre su formación. 
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Es importante destacar que a pesar de que los implantes empleados 
comparten un diseño macroestructural similar (cuerpo cilíndrico con un ápice 
plano y acanalado), presentan entre ellos ciertas diferencias estructurales. 
Comparando los implantes de rugosidad mínima (3i Full OSSEOTITE® Certain® 
implants) frente a los de rugosidad moderada (Nobel Biocare Brånemark 
System® Mk III Groovy RP) pueden apreciarse diferencias en el paso de rosca 
(0,6 frente a 1,2mm, respectivamente), la longitud del cuerpo roscado (8,5 frente 
a 8,9m respectivamente), en el diámetro mayor y menor del cuerpo roscado 
(3,25- 3,4 frente a 3,1-3,7mm, respectivamente) y en el diámetro del ápice (2,6 
frente 2,9mm, respectivamente). Puesto que resulta de gran dificultad comparar 
dos implantes en su forma comercial con exactamente las mismas características 
estructurales, la posible influencia de estas diferencias en la formación del biofilm 
de una manera cuantitativa no deben ser ignoradas, principalmente cuando se 
comparan una superficie de rugosidad moderada (Nobel Biocare Brånemark 
System® Mk III Groovy RP) con una superficie de rugosidad mínima (3i Full 
OSSEOTITE® Certain®). 
3 Fortalezas y limitaciones de la investigación 
La investigación llevada a cabo en el seno de la presente tesis doctoral 
muestra claras limitaciones debido a su diseño in vitro, derivadas principalmente 
de las diferencias existentes entre las condiciones de incubación y el entorno de 
la cavidad oral, por lo que su traducción a la realidad clínica debe interpretarse 
con cautela. Éstas son, entre otras, la ausencia del fluido crevicular y la respuesta 
del huésped a la presencia bacteriana. Sin embargo, es importante tener en 
cuenta que la mayor parte de nuestro conocimiento sobre la formación de 
biofilms sobre superficies de implantes se basa en investigaciones in vitro, ya que 
involucran métodos sencillos y económicos que además no requieren del 
cumplimiento del paciente ni de consideraciones éticas (Roberts et al., 2015).  
Asimismo, la selección de especies bacterianas en el modelo empleado se 
limita a sólo 6 bacterias representativas resultando, sin duda, escasa en 
comparación con la heterogeneidad del microbioma oral (Saeidnia et al., 2015). 
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Aunque el desarrollo de biofilms in vivo en dispositivos tales como discos puede 
compartir similitudes con la placa dental del paciente, el modelo de biofilm in 
vitro utilizado en esta tesis doctoral ha reunido un consorcio definido de especies 
bacterianas válido y altamente reproducible para estas comunidades bacterianas, 
considerando la heterogeneidad del microbioma oral (Ammann et al., 2013, 
Sanchez et al., 2014, Sanchez et al., 2019). De igual manera que las especies 
bacterianas seleccionadas en esta investigación ya han sido utilizadas con éxito 
en estudios previos sobre discos de hidroxiapatita, titanio y zirconio de nuestro 
grupo de investigación (Sanchez et al., 2017, Sanchez et al., 2014), otros autores 
apoyan también la presente selección bacteriana. En un estudio del microbioma 
de sitios peri-implantarios tanto sanos como enfermos (Sanz-Martin et al., 2017), 
utilizando la secuenciación de Illumina, los autores observaron que, mientras que 
el núcleo del microbioma asociado al sitio peri-implantario sano era rico en 
bacterias compatibles con la salud, como diferentes especies de Streptococcus y 
V. parvula; el núcleo asociado a peri-implantitis era rico en patógenos como P. 
gingivalis.y miembros de los géneros Fusobacterium, entre otros, en acuerdo con 
la selección realizada en esta investigación. También respaldando el modelo 
empleado en la presente investigación, datos obtenidos por Maruyama y 
colaboradores (Maruyama et al., 2014), mostraron que P. gingivalis era 
abundante y prevalente en la mayoría de las muestras de peri-implantitis. 
Igualmente, la presencia de A. actinomycetemcomitans también está avalada por 
estudios previos que encontraron altos niveles de esta bacteria en numerosos 
casos de peri-implantitis (Leonhardt et al., 2003). En conjunto, los resultados 
muestran la importancia crítica del uso de combinaciones particulares de 
especies para los estudios de crecimiento comunitario multiespecie y apoyan 
firmemente el papel de las interacciones interespecie en la colonización repetitiva 
y secuencial de especies bacterianas orales en la formación de placa dental 
(Kolenbrander, 2011). 
A pesar de las limitaciones derivadas de la naturaleza in vitro de la 
investigación, con la presente investigación se ha demostrado que el modelo de 
biofilm utilizado, que combina un biofilm multiespecie con el uso de superficies 
de implantes dentales en su forma comercial, tiene una clara ventaja sobre el uso 
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de biofilms monoespecie y su crecimiento en superficies planas (como por 
ejemplo discos) usados habitualmente para la investigación in vitro: los 
dispositivos empleados habitualmente presentan la rugosidad de superficie, pero 
obvian la macroestructura de éste quedando, por tanto, muy alejados de la 
realidad clínica. 
4 Implicaciones de la investigación 
El desarrollo de la presente tesis doctoral se ha dirigido hacia el estudio del 
impacto de las características superficiales, macro y microtopografía, de los 
implantes dentales de titanio sobre el biofilm subgingival. El modelo 
experimental empleado para la investigación está basado en la formación de un 
modelo in vitro de biofilm multiespecie sobre superficies de implantes dentales 
en su forma comercial. Los resultados obtenidos a través de este modelo han 
demostrado que la superficie de los implantes dentales de titanio afecta a la 
colonización bacteriana influyendo a la formación, estructura y disposición del 
biofilm.  
Por un lado, se ha observado una variabilidad de la viabilidad del biofilm 
dependiente de la localización topográfica en la superficie implantaria, de manera 
que las bacterias vivas se han concentrado en su mayoría en el pico de la espira 
mientras que las bacterias muertas se encontraron mayoritariamente localizadas 
en el área del valle entre espiras, las cuales podrían comportarse como un 
reservorio nutricional para las células vivas.  
Por otro lado, al comparar diferentes microtopografías de superficie, 
definidas por la rugosidad, se ha mostrado que, mientras cualitativamente la 
estructura y disposición del biofilm no presenta diferencias significativas entre 
ambas, cuantitativamente la superficie más rugosa no solo ha acumulado más 
bacteria sino también más patógena. 
Es sabido que la topografía de superficie de implantes dentales de titanio 
modula una respuesta diferencial a células bacterianas y a células osteogénicas 
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(Pacha-Olivenza et al., 2019). El estudio de la modificación fisicoquímica de las 
propiedades superficiales del implante que consiga simultáneamente inhibir la 
colonización bacteriana y favorecer la promoción de las funciones de los 
osteoblastos resulta desafiante debido a la competencia en paralelo de bacterias 
y células tisulares por colonizar la misma superficie que, además, se encuentra 
interactuando con diferentes entidades biológicas que caracterizan el entorno in 
vivo (Neoh et al., 2012, Anitua et al., 2018). La metodología empleada en la 
realización de la presente tesis doctoral ha originado un entorno de investigación 
in vitro accesible y de gran utilidad para la búsqueda de respuestas sobre el 
impacto de nuevas características superficiales que favorezcan el crecimiento 
rápido y eficaz de las células implicadas en la osteointegración por encima de la 
adhesión bacteriana, antes de dar el salto a la investigación clínica. 
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Teniendo en cuenta las limitaciones de la investigación in vitro y de su 
naturaleza observacional, la presente tesis doctoral ha demostrado que: 
1. La superficie de los implantes dentales de titanio afecta a la colonización 
bacteriana y a la estructura del biofilm subgingival a través de un modelo in vitro 
de biofilm multiespecie sobre superficies de implantes dentales en su forma 
comercial. 
2. Tanto la micro como la macrotopografía de superficie de implantes 
dentales de titanio afectan a la formación, estructura y disposición del biofilm 
bacteriano. Los implantes dentales utilizados en el modelo in vitro sufrieron una 
colonización bacteriana en un corto periodo de tiempo pudiendo desarrollarse un 
biofilm maduro y bien estructurado. La viabilidad celular de los biofilms 
desarrollados fue diferente dependiendo de la localización en el seno de la 
macroestructura del implante siendo el pico de la espira la zona con mayor 
presencia de bacterias vivas y el valle, localizado entre las espiras del implante, la 
zona con mayor presencia de bacterias muertas, las cuales podrían comportarse 
como un reservorio nutricional para las células vivas.  
3. La microtopografía de superficie de los implantes dentales de titanio 
tiene consecuencias cuantitativas y cualitativas en la acumulación bacteriana. Los 
biofilms multiespecie crecieron en ambas superficies de implantes en estudio, 
rugosidad mínima y rugosidad moderada, sin diferencias estructurales o 
cualitativas significativas, sin embargo, cuantitativamente se obtuvo una biomasa 
significativamente mayor en los implantes de superficie de rugosidad moderada 
en comparación con los implantes de superficie de rugosidad mínima. La 
superficie más rugosa no sólo acumuló mayor cantidad de bacterias, sino que, 
además, éstas fueron más patógenas.
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"Me pregunto si las estrellas se 
iluminan con el fin de que algún día, 
cada uno pueda encontrar la suya" 
 Antoine de Saint-Exupéry, 
Le Petit Prince
